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Al igual que las montañas parecen 
descansar sobre los paralelos raíles 
férreos, los nucleosomas “cubren” el 
DNA. La polimerasa intenta acceder entre 
los nucleosomas, como la nube del valle. 
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“La ciencia es una forma de pensar, mucho más que un conjunto de 
conocimientos. […] No es perfecta, con frecuencia se utiliza mal. No es más 
que una herramienta, pero es la mejor herramienta que tenemos: se corrige a 
sí misma, está siempre evolucionando y se puede aplicar a todo.” 
 
“La imaginación frecuentemente nos llevará a mundos que jamás fueron. Pero 
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La replicación del DNA consiste en la duplicación de la información genética 
codificada en el genoma de las células para poder ser transmitida a su descendencia. 
Este proceso debe producirse una única vez a lo largo del ciclo celular y se inicia en 
los orígenes de replicación. El reconocimiento de estos sitios de iniciación se realiza 
mediante complejos proteicos denominados replicadores cuyo mecanismo de acción 
esta conservado desde levaduras, como Saccharomyces cerevisiae, donde el 
replicador reconoce una secuencia consenso, a células de metazoos en los que la 
especificidad de unión y actividad de los replicadores parece depender de una 
combinación de múltiples factores. El comienzo de la replicación en estos sistemas 
está estrechamente relacionado con otros procesos nucleares, especialmente con la 
transcripción génica, así como con la composición y estructura de la cromatina de las 
regiones en que se sitúan los orígenes de replicación. 
Para profundizar en las relaciones entre estos procesos, hemos combinado una 
aproximación a escala genómica de los datos disponibles en la literatura 
correspondientes a marcas epigenéticas, motivos y estructuras secundarias de la 
secuencia de DNA en los orígenes de replicación más eficientes de sistemas celulares 
de mamíferos con estudios detallados a alta resolución de la estructura de la 
cromatina y la abundancia de intermediarios de replicación en orígenes específicos. 
De esta manera, hemos podido comprobar cómo estos orígenes eficientes se 
encuentran enriquecidos en variantes de histonas que forman nucleosomas lábiles así 
como en motivos de secuencia característicos de cromatina accesible que, en 
conjunto, facilitan el reclutamiento de los complejos de reconocimiento del origen así 
como del resto de factores que desencadenan la síntesis del DNA. 
También hemos realizado análisis genómicos del perfil nucleosomal y de la 
abundancia de intermediarios de replicación de células promastigotes del parásito 
Leishmania major. La integración de estos resultados con datos del transcriptoma y de 
la localización de marcas epigenéticas disponibles en la literatura, nos ha permitido 
concluir que la transcripción activa es el determinante principal que subyace a la 
organización espacial y temporal de la replicación del genoma de este parásito. Estos 
resultados evidencian la naturaleza oportunista del proceso replicativo y sugieren que 
el acoplar el inicio de la replicación a la elongación de la transcripción podría ser una 





DNA replication consists in the duplication of the genetic information encoded 
within the cell genome for being transmitted to the next generation. This process must 
to occur once during the cell cycle and starts at the replication origins. Recognition of 
these initiation sites is performed by protein complexes called replicators, sharing 
similar mechanism from yeast -like Saccharomyces cerevisiae where the replicator 
recognizes one consensus sequence- to metazoan cells -where the binding specificity 
seems to depend on a combination of several factors. Replication initiation in these 
systems is highly related to other nuclear processes, specially transcription, and with 
the chromatin structure at those regions were replication origins are situated. 
To go deeper into the relationship among these features, we have combined a 
genome-wide approach using published data for epigenetic marks, motifs and 
secondary structures of the DNA in the most efficient mammalian replication origins 
with high-resolution studies about the chromatin structure and the replication 
intermediates abundance at specific origins. In such a way, we have shown how these 
efficient origins are enriched in histone variants associated to labile nucleosomes and 
in sequence motifs characteristic for accessible chromatin. Both together supply the 
conditions for the recruitment of the origin recognition complexes and the rest of the 
protein factors that fire the DNA synthesis. 
In addition, we have already performed genome-wide analysis of the 
nucleosomal profile and of the replication intermediates abundance using 
promastigotes from the human parasite Leishmania major. Integrating these results 
with the transcriptome and the location of some epigenetic marks leads to the 
conclusion that active transcription is the main determinant underlying the spacio-
temporal organization of the replication in this system. These results evince the 
opportunistic nature under the replication of the DNA and suggest that the coupling of it 
to the transcription elongation may be an ancestral way to perform the replication of the 
entire genetic material. 
 
 



























 LISTA DE ABREVIATURAS 
| 11 
Clave de abreviaturas utilizadas: 
 
AcH3: Acetilación de histona H3 
ACS: Secuencia consenso del ARS 
(del inglés: ARS Consensus 
Sequence) 
ARS: Secuencia de replicación 
autónoma (del inglés: Autonomous 
Replication Sequence) 
ATP: Trifosfato de adenosina (del 
inglés: Adenosine Triphosphate) 
bp: Pares de bases (del inglés: Base 
Pair) 
CDK: Quinasa dependiente de ciclina 
(del inglés: Cyclin Dependent 
Kinase) 
CDS: Secuencia de DNA codificante 
(del inglés: Coding DNA Sequence) 
CGI: Isla CpG (del inglés: CpG Island) 
ChIP: Inmunoprecipitación de 
cromatina (del inglés: Chromatin 
Inmunoprecipitation) 
CMG: Complejo Cdc45-MCM-GINS 
DDK: Quinasa dependiente de Dbf4 
(del inglés: Dbf4-dependent Kinase) 
DMEM: Medio de cultivo (del inglés: 
Dulbecco’s Modified Eagle’s 
Medium) 
DMSO: Dimetil sulfóxido 
DNA: Ácido desoxirribonucleico (del 
inglés: Deoxyribonucleic Acid) 
DRIP: Inmunoprecipitación de 
DNA:RNA (del inglés: DNA:RNA 
Inmunoprecipitation) 
dsDNA: DNA de doble cadena (del 
inglés: Double-Stranded DNA) 
EDTA: Ácido etilen diamino tetracético 
EGTA: Ácido etilen glicol tetracético 
ES: Células troncales embrionarias de 
ratón (del inglés: Embryonic Stem) 
FBS: Suero fetal bovino (del inglés: 
Fetal Bovine Serum) 
FT: Factor de Transcripción 
G4: Cuádruplex de Guanina 
GINS: Complejo Sld5-Psf1-3 (del 
japonés: Go-Ichi-Ni-San) 
HEPES: Ácido 4-(2-hidroxyetil)-1-
piperazin etano sulfónico 
HT: Fin-inicio de transcripción en la 
misma hebra (del inglés: Head-Tail) 
IR: Región intergénica (del inglés: 
Intergenic Region) 
Kb: Kilobases 
LIF: Factor inhibidor de leucemia (del 
inglés: Leukemia Inhibition Factor) 
Mb: Megabases 
MCM: Complejo de mantenimiento 
minicromosómico (del inglés: 
Minichromosome Maintenance) 
MFA: Análisis de frecuencia de 
marcadores (del inglés: Marker 
Frequency Analysis) 
MN: Mononucleosomas 
NA: No Analizado 
NDR: Región de baja ocupación 
nucleosomal (del inglés: 
Nucleosome Depleted Region) 
 LISTA DE ABREVIATURAS 
12 | 
NGS: Secuenciación de nueva 
generación (del inglés: Next-
Generation Sequencing) 
nt: Nucleótido 
NuSA: Ensayo de escaneo de 
nucleosomas (del inglés: 
Nucleosome Scanning Assay) 
ORC: Complejo de reconocimiento del 
ORI (del inglés: ORI Recognition 
Complex) 
ORI: Origen de replicación 
PBS: Tampón fosfato salino (del inglés: 
Phosphate Buffer Saline) 
PCR: Reacción en cadena de la 
polimerasa (del inglés: Polymerase 
Chain Reaction) 
PNK: Polinucleótido Kinasa 
pre-IC: Complejo de pre-iniciación (del 
inglés: pre-Initiation Complex) 
pre-RC: Complejo pre-replicativo (del 
inglés: pre-Replicative Complex) 
PTU: Unidad de transcripción 
policistrónica (del inglés: 
Polycistronic Transcription Unit) 
qPCR: PCR cuantitativa (del inglés: 
quantitative PCR) 
RNA: Ácido ribonucleico (del inglés: 
Ribonucleic Acid) 
RNAi: RNA interferente 
RNAm: RNA mensajero 
RNAPII: RNA Polimerasa II 
RPKM: Lecturas por Kb por millón de 
alineamientos (del inglés: Reads per 
Kilobase per Million mapped reads) 
SDS: Dodecil sulfato sódico (del inglés: 
Sodium Dodecyl Sulfate) 
SL: Secuencia Líder 
SNS: Cadenas nacientes pequeñas 
(del inglés: Short Nascent Strands) 
SSC: Citrato sódico salino (del inglés: 
Saline Sodium Citrate) 
ssDNA: DNA de cadena sencilla (del 
inglés: Single-Stranded DNA) 
SSR: Región de cambio de cadena (del 
inglés: Strand Switch Region) 
SSRc: SSR Convergente 
SSRd: SSR Divergente 
TE: TRIS-EDTA 
TEN: Tampón TRIS-EDTA-NaCl 
TRIS: Tris(hidroximetil) aminometano 
TSS: Sitio de comienzo de la 
transcripción (del inglés: 
Transcription Start Site) 
TTS: Sitio de terminación de la 
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1. Replicación del DNA 
1.1. Interés biológico y progreso histórico 
La cromatina es el conjunto de DNA y proteínas que almacena la información 
genética contenida en el núcleo de cada célula eucariota. Como paso previo a la 
división celular, esta información debe copiarse de manera íntegra y única en cada 
ciclo celular para su idéntico reparto entre las dos nuevas células hijas. La duplicación 
de este material genético se conoce como replicación del DNA y comienza en regiones 
llamadas orígenes de replicación (ORI). 
Dada su vital importancia y el elevado número de veces que se tiene que 
producir -tanto a nivel poblacional en organismos unicelulares como a nivel celular en 
pluricelulares-, la iniciación de la replicación constituye uno de los procesos celulares 
más y mejor regulados. Las alteraciones del mismo conducen a graves trastornos y 
enfermedades. A lo largo de varios trabajos, el grupo del Prof. Andrew Jackson ha 
descrito que, mutaciones en algunos de los componentes de los complejos proteicos 
que se unen a los ORI provocan graves problemas en el crecimiento y en el desarrollo 
de modelos como el pez cebra y, en humanos, son responsables de los defectos del 
síndrome de Meier-Gorlin (Bicknell et al., 2011; de Munnik et al., 2012). Además, las 
disfunciones en la iniciación de la replicación en los ORI o en los procesos de control 
de su correcta activación durante la fase S del ciclo celular conllevan estrés replicativo 
que puede contribuir al desarrollo tumoral así como a procesos de inmunodeficiencias 
y ciertas enfermedades raras (revisado en Muñoz y Méndez, 2016). De hecho, como 
estrategia para hacer frente a muchas de estas patologías se ha postulado la 
inhibición de las polimerasas implicadas en esa replicación del DNA desregulada 
(revisado en Berdis, 2008) y, del mismo modo, las diferencias de los componentes del 
replisoma de bacterias respecto a su hospedador pueden ser utilizadas como diana 
terapéutica antibacteriana (revisado en Robinson et al., 2012). Por otra parte, el 
mantenimiento de la conformación de la cromatina tras el avance de las horquillas de 
replicación es igualmente crítico: alteraciones en la información epigenética pueden 
derivar en cáncer (revisado en Sharma et al., 2010), inestabilidad en las horquillas de 
replicación (Clemente-Ruiz y Prado, 2009) u otras patologías asociadas al estrés 
replicativo (revisado en Alabert y Groth, 2012). Por todo ello, resulta evidente el interés 
por el estudio y la ampliación del conocimiento de los procesos y mecanismos que 
especifican el inicio de la replicación en genomas complejos así como de la 
organización de la cromatina en los mismos. 
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Hace poco más de medio siglo, se expuso la teoría del replicón, que sigue 
siendo la base sobre la que se sustenta el conocimiento actual acerca del comienzo de 
la replicación del DNA. Este paradigma define como replicador a la secuencia o región 
del DNA que es reconocida por un elemento trans o iniciador, generando la apertura 
de la doble hélice y por tanto, el comienzo de todo el proceso (Jacob et al., 1963). A 
finales de esa década y mediante el análisis de fibras de DNA humano marcadas 
radiactivamente, se observaron por primera vez estos replicones; regiones en las que 
se sintetizaba el DNA de manera bidireccional e independientemente unas de otras. 
Ese mismo trabajo también sirvió para establecer la tasa de replicación y calcular el 
número de ORI por célula (Huberman y Riggs, 1968). Durante los años posteriores, se 
presentaron diversos estudios de caracterización y aislamiento de replicones en 
modelos como Drosophila melanogaster (Blumenthal et al., 1974), Saccharomyces 
cerevisiae (revisado en Stinchcomb et al., 1979), Xenopus (Mechali y Kearsey, 1984) y 
células de mamíferos (Heintz y Hamlin, 1986; Nakamura et al., 1986). Poco después, 
utilizando S. cerevisiae como modelo de estudio, el laboratorio del Prof. Bruce Stillman 
comenzó a describir las primeras proteínas que actuaban como iniciadores (Diffley y 
Stillman, 1988) hasta la identificación del complejo de reconocimiento del origen 
(ORC) como el factor que reconocía al replicador (Bell y Stillman, 1992). A partir de los 
años 90, destacaron los trabajos, cada vez más precisos, sobre ORI específicos así 
como la caracterización de los elementos implicados en el reconocimiento, activación y 
regulación de los mismos, desde modelos de levaduras (Dubey et al., 1996; Gómez y 
Antequera, 1999) a organismos pluricelulares como Drosophila (Austin et al., 1999) o 
vertebrados (Abdurashidova et al., 2000; Prioleau et al., 2003). Finalmente, en esta 
década, con el auge de las técnicas de hibridación y fluorescencia primero 
(microarray) y de secuenciación masiva (NGS) después, el campo de estudio de la 
replicación del DNA se ha dirigido en gran parte a la caracterización a escala 
genómica de los eventos de inicio de replicación en distintos modelos (Wyrick et al., 
2001; Cadoret et al., 2008; Sequeira-Mendes et al., 2009; Cayrou et al., 2011; Costas 
et al., 2011; Besnard et al., 2012; Comoglio et al., 2015). 
Una de las conclusiones que se extraen de todos estos estudios es que el 
número de ORI resulta proporcional a la longitud del genoma eucariótico (Figura 1). 
Desde el caso de bacterias y arqueas con cromosomas muchas veces únicos, 
circulares y pequeños donde suele existir un solo ORI -en algunos casos, unos pocos- 
(revisado en Barry y Bell, 2006) a modelos como ratón con aproximadamente 50.000 
ORI deducidos a partir de las distancias inter-ORI observadas en estudios de 
hibridación a microarray de una fracción significativa de los 2.700 Mb del genoma 
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(Sequeira-Mendes et al., 2009) o mediante secuenciación de pequeños intermediarios 
de replicación (SNS) -SNS-seq- (Cayrou et al., 2015). No obstante, proporcionalmente 
al aumento de la complejidad del genoma, también crece la dificultad para delimitar el 
número de ORI correctamente. Un caso paradigmático que refleja este problema es el 
sistema de células humanas en el que, con el aumento de la sensibilidad de las 
técnicas a escala genómica en el último lustro, se han llegado a postular hasta 
300.000 ORI (Besnard et al., 2012) aunque este dato se considera sobreestimado y el 
número podría situarse más correctamente alrededor de 50.000-100.000 (Picard et al., 
2014), un rango de valores más coherente con los 30.000-50.000 descritos 
inicialmente mediante marcajes radiactivos de fibras de DNA (Huberman y Riggs, 
1968). Sin embargo, considerar activados todos los ORI caracterizados a nivel 
poblacional -mediante NGS-, arroja valores cinco veces superiores a los definidos a 
partir del análisis de moléculas individuales (Cayrou et al., 2011; Kaykov et al., 2016). 
Esta variabilidad en las estimaciones de la densidad de ORI revela la elevada 
Figura 1: Relación entre el tamaño del genoma (en Mb) y el número de ORI estimado por célula en 
cada uno de los sistemas estudiados: bacterias (revisado en Barry y Bell, 2006), levaduras 
(Nieduszynski et al., 2006; Feng et al., 2006), Arabidopsis thaliana (Costas et al., 2011), D. 
melanogaster (Comoglio et al., 2015), ratón (Sequeira-Mendes et al., 2009; Cayrou et al., 2015) y 
humano (Huberman y Riggs , 1968 ; Picard et al., 2014). 
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flexibilidad del programa replicativo: existe un gran número de ORI potenciales en el 
genoma y cada célula activa una cohorte diferente de ellos; es decir, un modelo en el 
que “muchos son llamados (licenciados) pero pocos son elegidos (activados)” 
(propuesto en DePamphilis, 1996 y revisado en DePamphilis, 1999). A lo largo de esta 
Introducción, profundizaremos en esta idea. 
 
1.2. Metabolismo de la iniciación de la replicación del DNA en eucariotas: 
licenciamiento y activación 
El proceso bioquímico de ensamblaje de los componentes que desencadenan 
la iniciación de la síntesis del DNA en los ORI está altamente conservado en los 
distintos sistemas eucariotas analizados, tanto funcional como estructuralmente, así 
como también su sincronización con el ciclo celular. Este conocimiento, detallado a 
continuación, ha sido ampliamente revisado entre otros en Méndez y Stillman (2003); 
DePamphilis (2005); Aladjem (2007); Masai et al. (2010); Diffley (2011); Musiakek y 
Rybaczek (2015); y Fragkos et al. (2015). 
Antes de la mitosis, en la transición entre las fases G2 a M (G2/M) del ciclo 
celular, el complejo ORC, formado por seis subunidades (nombradas Orc1 a Orc6), se 
une a aquellas regiones que tienen potencial para disparar el inicio de la replicación; 
los ORI. Durante la fase G1, el complejo ORC recluta los factores de iniciación Cdc6 y 
Cdt1. Este segundo factor es necesario para la unión de la proteína Cdc6 que, junto a 
la subunidad Orc1, presentan la actividad ATPasa responsable de la unión de otros 
dos grupos proteicos, los complejos de mantenimiento minicromosómicos o MCM. 
Esta unión también está favorecida por la actividad del factor Cdk2 (Powell et al., 
2015). Cada uno de los complejos MCM está formado por 6 subunidades 
(denominadas Mcm2 a Mcm7) que se reclutan asimétricamente respecto al complejo 
ORC (Evrin et al., 2009; Remus et al., 2009; Gambus et al., 2011 y revisado en 
Lutzmann y Méchali, 2009). Los complejos MCM permanecen asociados a las 
horquillas de replicación una vez que el ORI se activa, ya que su actividad helicasa es 
imprescindible para el avance de éstas (Labib et al., 2000). La unión de los complejos 
Mcm2-7 al DNA completa el ensamblaje de los llamados complejos pre-replicativos 
(pre-RC) o licenciamiento del ORI durante la fase G1 del ciclo celular (Figura 2).  
Durante la transición entre las fases G1 a S (G1/S) se produce la activación del 
subgrupo de ORI que van a iniciar la síntesis del DNA. Esta cascada de activación co- 
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Figura 2: Esquema simplificado del 
licenciamiento y activación de un ORI 
eucariótico. 
ORC reconoce un locus capaz de iniciar la 
replicación. Durante la fase M/G1, se unen 
los factores de iniciación Cdt1 y Cdc6 que 
reclutan dos complejos MCM formando el 
pre-RC. El licenciamiento del origen, 
conlleva la posibilidad (aunque no la 
necesidad) de que éste se active. 
Aquellos ORI que se activan experimentan 
una cascada de fosforilaciones sucesivas al 
inicio de la fase S en las que los 
componentes del pre-RC -Cdt1 y Cdc6- son 
sustituídos por otros factores como Cdc45, 
Sld2, Sld3, que también serán fosforilados 
permitiendo el reclutamiento del tetrámero 
GINS completando el pre-IC. A su vez, esto 
permite la introducción de las polimerasas, 
la activación de las helicasas (complejo 
CMG) y el inicio de la replicación. 
Finalmente, tras la replicación bidireccional, 
los ORI vuelven a ser reconocidos por ORC, 
impidiendo su activación hasta el siguiente 
ciclo celular  
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mienza cuando las quinasas dependientes de Dbf4 (DDK) fosforilan las subunidades 
Mcm4 y Mcm6 del complejo MCM (Randell et al., 2010; Sheu y Stillman, 2010) lo que 
conlleva la sustitución de la proteína Cdc6 por Cdc45 y el reclutamiento de los factores 
Sld2 y Sld3. Posteriormente, las quinasas dependientes de ciclinas (CDK) fosforilan 
estos factores (Zegerman y Diffley, 2007) permitiendo el reclutamiento de 
componentes adicionales de la activación como Mcm10, Dpb11 y el tetrámero formado 
por las subunidades Sld5 y Psf1-3 (complejo GINS) que constituyen el complejo de 
preiniciación o pre-IC (Gambus et al., 2006; Pacek et al., 2006; Gambus et al., 2009) 
(Figura 2). La unión de estos factores promueve la actividad helicasa del complejo 
CMG (Cdc45-MCM-GINS) y, en último término, tras el reclutamiento de las diferentes 
polimerasas así como del resto de componentes del replisoma, desencadena el inicio 
de la síntesis del DNA (Ilves et al., 2010; Costa et al., 2011; y revisado en Boos et al. 
2012) (Figura 2). 
En los últimos años se han producido enormes avances en la reconstitución 
bioquímica del proceso de licenciamiento de los ORI eucariotas. Por ejemplo, se ha 
conseguido reconstituir in vitro los complejos pre-RC aislados de extractos de S. 
cerevisiae en las fases G1 y S del ciclo celular (Gros et al., 2014). Más recientemente, 
se ha reproducido el proceso completo de activación de los complejos pre-IC en DNA 
a partir de la purificación de los factores proteicos ORC, Cdc6, Cdt1-Mcm2-7, DDK, 
CDK, Sld2, Sld3, Cdc45, Dpb11, Mcm10, GINS y la polimerasa  (Pol), demostrando 
que estos son los componentes suficientes y necesarios para la iniciación de la 
replicación del DNA (Yeeles et al., 2015). 
La correcta regulación de la iniciación de la síntesis de DNA es fundamental 
para que la copia de la información genética sea única en el ciclo celular, evitando 
inicios adicionales de la replicación del DNA (re-replicación). En este punto destaca el 
papel regulador de las CDK -cuya concentración aumenta en la transición de fases 
G1/S- no sólo disparando la activación de los ORI licenciados mediante la fosforilación 
de Sld2 y Sld3 (Zegerman y Diffley, 2007), sino también inhibiendo la formación de 
nuevos complejos pre-RC (Dahmann et al., 1995) y confinando el licenciamiento a la 
fase M/G1 -donde la concentración de CDK es menor- (revisado en Diffley, 2004). 
 
1.3. Orígenes de replicación en diversos modelos: especiación 
En bacterias, la secuencia del replicador, llamada oriC, presenta una elevada 
composición en A/T y suele contener secuencias conservadas que son reconocidas 
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por el iniciador (DnaA) que separa las hebras de DNA en la región del ORI permitiendo 
la unión de dos helicasas (DnaB) alrededor de cada una de ellas (revisado en 
Zakrzewska-Czerwinska et al., 2007; Leonard y Grimwade, 2015). Además de este 
mecanismo canónico existente en el cromosoma bacteriano, en el plásmido ColE1 de 
Escherichia coli, la iniciación de la replicación ocurre a través de la transcripción de un 
RNA que forma un híbrido DNA:RNA actuando como cebador de la síntesis de la 
nueva cadena de DNA (Masukata y Tomizawa, 1990). En la mitocondria, orgánulo con 
evidentes paralelismos con procariotas, también se han descrito acoplamientos entre 
la iniciación de la replicación y la transcripción por medio de estructuras híbridas 
DNA:RNA (R-loops) (Chang et al., 1985).  
La iniciación de la replicación en arqueas muestra un comportamiento 
intermedio entre bacterias y eucariotas. Si bien existen uno o varios oriC por cada 
cromosoma -especialmente cuando son circulares y pequeños- y el iniciador comparte 
rasgos con el DnaA bacteriano, este también exhibe dominios similares a las proteínas 
Orc1 y Cdc6 de eucariotas (revisado en Barry y Bell, 2006; Wigley, 2009; Kelman y 
Kelman, 2014). Curiosamente, en eucariotas como la familia de los tripanosomátidos 
(donde destacan los géneros Trypanosoma y Leishmania), el iniciador también es una 
proteína única que presenta motivos homólogos tanto a Orc1 como a Cdc6 (Godoy et 
al., 2009). 
S. cerevisiae es uno de los principales modelos de estudio del inicio de la 
replicación en eucariotas. En esta levadura, los ORI se identificaron como secuencias 
capaces de conferir replicación autónoma en plásmidos (ARS) (Marahrens y Stillman, 
1992; revisado en Stinchcomb et al., 1979). En los cromosomas, las ARS se extienden 
a lo largo de 100-150 bp y presentan un enriquecimiento en A/T que contiene la 
secuencia consenso (ACS) de 11 bp: (A/T)TTTA(T/C)(A/G)TTT(A/T) que es 
imprescindible, aunque no suficiente, para la actividad de iniciación (revisado en 
Newlon y Theis, 1993). Esta ACS es reconocida específicamente por el complejo ORC 
(Bell y Stillman, 1992). Las ARS también pueden contener elementos adicionales más 
o menos conservados y ricos en A/T (B1, B2 y B3) y que tienen como función la unión 
de diversos factores que incrementan la actividad del ORI, incluyendo en algunos 
casos, factores de transcripción (Rao et al., 1994). En la levadura de fisión 
Schizosaccharomyces pombe, las regiones ARS se extienden a lo largo de una mayor 
longitud, entre 500 y 1000 bp y carecen de una secuencia consenso equivalente a la 
ACS de S. cerevisiae. No obstante, estos replicadores presentan dominios 
enriquecidos en A/T (islas A/T) que son específicamente reconocidos por el dominio 
A/T-hook de la subunidad Orc4 de este organismo (Chuang y Kelly, 1999; revisado en 
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Mojardin et al., 2013). Curiosamente, aunque las islas A/T de S. pombe se sitúan en 
regiones intergénicas, tienden a localizarse en las cercanías de promotores, sugiriendo 
una relación con la transcripción (Gómez y Antequera, 1999; Segurado et al., 2003). 
La identificación de los ORI a través de los ensayos de mantenimiento de 
plásmidos no ha podido ser extrapolada a eucariotas pluricelulares. De hecho, en 
modelos como Xenopus (Méchali y Kearsey, 1984) o células humanas (Heinzel et al., 
1991), la capacidad de replicar una molécula de DNA está más relacionada con la 
longitud de la misma que con la secuencia. Aunque los ORI identificados en Xenopus 
laevis presentan cierta preferencia por regiones ricas en A/T (Stanojcic et al., 2008), 
los ORI de células de mamíferos caracterizados en detalle, como los situados en la 
proximidad de los promotores de los genes -globina (Kitsberg et al., 1993), HSP70 
(Taira et al., 1994) o PPV1 (Giacca et al., 1994), no sólo no están enriquecidos en A/T 
sino que se asocian con regiones ricas en C/G. Estudios más recientes de localización 
genómica de ORI en células de ratón y de Drosophila mediante el aislamiento y mapeo 
de SNS han permitido asociar más del 90% y del 65% de los ORI respectivamente, a 
elementos ricos en guanina (Cayrou et al., 2012). Gran parte de estos elementos 
tienen el potencial de formar cuádruplex de guanina (G4), estructuras secundarias en 
la cadena de DNA estabilizadas por medio de puentes de hidrógeno entre cuatro 
guaninas situadas en el mismo plano. La asociación de los ORI con secuencias 
potencialmente formadoras de G4 también se ha establecido en células humanas 
(Besnard et al., 2012). Además, experimentos de mutagénesis dirigida contra los 
elementos necesarios para la formación del G4 en dos ORI particulares estudiados en 
células de Gallus gallus muestran que se produce un descenso de la eficiencia de 
iniciación de la replicación (Valton et al., 2014). Todos estos resultados sugieren que la 
riqueza en G/C parece ser lo más parecido a una secuencia consenso del replicador 
en eucariotas pluricelulares. Es interesante que en el modelo vegetal A. thaliana, cuyo 
genoma exhibe una alta composición en A/T, el estudio de los ORI a escala genómica 
muestra incluso una preferencia de los mismos por regiones ricas en C/G (Costas et 
al., 2011). Además de elementos intrínsecos a la estructura del replicón como motivos 
de secuencia o estructuras secundarias, el inicio de la replicación en sistemas como 
animales y plantas también se ve influenciado por la transcripción o la estructura de la 
cromatina alrededor de los ORI, como se desarrollará en el segundo epígrafe de la 
Introducción. 
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1.4. Análisis de la iniciación de la replicación en poblaciones celulares: 
eficiencia de activación de los orígenes de replicación 
En los estudios del inicio de replicación con cultivos celulares, hay que 
diferenciar dos conceptos. Por una parte, los ORI que se activan a nivel de cada célula 
individual y, por otra, la contribución de cada uno de ellos al perfil replicativo de la 
población analizada. 
A nivel celular, los ORI licenciados son aquellos en los que la formación del 
complejo pre-RC habilita que puedan activarse en la fase S. Sin embargo, sólo una 
pequeña fracción de ellos lo hace. La utilización de unos u otros viene determinada por 
diversos factores como el programa temporal -regiones de replicación temprana o 
tardía-, la estructura de la cromatina en la que se encuentra el ORI -eucromatina o 
heterocromatina- o el tipo celular (revisado en DePamphilis, 1999; Bielinsky, 2003; 
Aladjem, 2007). El exceso en el número de ORI potenciales resulta una ventaja para 
hacer frente a condiciones de estrés replicativo que pudieran conducir hacia la 
infrarreplicación del genoma. De hecho, la reducción de los complejos MCM mediante 
técnicas de RNAi en Caenorhabditis elegans y en células humanas no resulta letal 
bajo condiciones normales, al contrario de lo que ocurre cuando además se induce en 
ellas un estrés replicativo (Woodward et al., 2006; Ibarra et al., 2008). Del mismo 
modo, en ensayos en extractos de huevos de X. laevis, se ha comprobado que el 
exceso de complejos MCM puede activar diversos ORI “durmientes” que en 
condiciones normales se mantendrían inactivos (Woodward et al., 2006). 
Así pues, en función de su activación se pueden definir tres tipos de ORI: 
constitutivos, que se activan en todas las células de la población; inactivos, que 
aunque licenciados, no se activan en ningún individuo y flexibles, aquellos ORI que se 
activan de manera estocástica y alternativamente en unas células pero no en otras y 
que contribuyen en conjunto al perfil replicativo de un dominio determinado del 
genoma (Figura 3 y revisado en Méchali, 2010). Un ejemplo paradigmático de estos 
grupos de ORI se encuentra en el locus DHFR de hámster donde se han descrito 
hasta veinte sitios de inicio de la replicación diferentes (Dijkwel et al., 2002). En el 
plano poblacional, la activación desigual de los ORI entre las células provoca 
diferencias en la detección de aquellos que se activan en mayor número de individuos 
respecto a los que lo hacen en pocos casos (Figura 3). Por tanto, se considera a los 
primeros como ORI eficientes, definiendo esta eficiencia como la frecuencia de 
activación de un ORI en la población celular. 
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La eficiencia de un ORI es la resultante de diversos factores que, a su vez, 
pueden estar interrelacionados entre ellos. Por ejemplo, se ha observado que los ORI 
más eficientes en células de mamífero se sitúan en promotores (Sequeira-Mendes et 
al., 2009; Cayrou et al., 2011; Besnard et al., 2012) o están asociados a determinadas 
secuencias como las que presentan capacidad de formar estructuras G4 (Cayrou et 
al., 2012; Valton et al., 2014). Es también en estas regiones, debido a una 
organización menos condensada de la cromatina, donde se produce el acceso de 
diversos factores proteicos al DNA. Por tanto, como se desarrolla en más profundidad 
en el siguiente apartado, la eficiencia de activación de los ORI también está 





Figura 3: Esquema de la activación de los ORI en una población celular. En la parte superior, 
representación de los ORI licenciados en toda la población, es decir, todos aquellos con posibilidad de 
activación. A continuación, representación de los tres tipos de ORI que se pueden encontrar en base a 
su activación: (de derecha a izquierda) constitutivos -se activan en toda la población-, inactivos o 
“durmientes” -en condiciones normales no se activan en ninguna de las células- o flexibles -se activan 
en unas células pero no en otras; además, suelen aparecer agrupados-. En la parte inferior, 
representación del perfil replicativo reflejando la contribución de cada origen individual al perfil que se 
obtendría del estudio completo de la población. 
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2. Cromatina y regulación genómica 
El nucleosoma es la unidad básica de la cromatina. Los nucleosomas 
canónicos están compuestos por dos unidades de cada una de las histonas H2A, H2B, 
H3 y H4 conformando un octámero alrededor del cual se enrollan de promedio 147 bp 
de DNA dando 1,7 vueltas (revisado en Kornberg, 1974). Sin embargo, existen 
variantes de estas histonas que pueden reemplazar a alguna de las subunidades en 
ciertas localizaciones genómicas y que, junto con las modificaciones químicas de los 
aminoácidos de las colas de las histonas, juegan un papel clave, como una especie de 
“código”, en la regulación de la transcripción, replicación y otros procesos bioquímicos 
del material genético (revisado en Jenuwein y Allis, 2001). En la Figura 4 se muestra 
un diagrama que resume las características compartidas por estos procesos 
nucleares. 
Figura 4: Diagrama que representa cómo la interrelación entre los procesos nucleares de replicación y 
transcripción se sustentan sobre distintas características determinadas por la cromatina. 
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2.1.  Estructura de la cromatina y expresión génica 
Un alto grado de empaquetamiento de la cromatina limita, por impedimento 
estérico, la unión de factores proteicos al mismo, incluyendo el acceso de la RNAPII a 
los promotores de los genes y, por tanto, inhibiendo el proceso de transcripción 
(revisado en Kornberg y Lorch, 1999). De hecho, las zonas más expuestas -menor 
condensación de la cromatina- coinciden con regiones reguladoras de la transcripción 
en diversos modelos de estudio como Drosophila (Farkas et al., 2000), levaduras (Lee 
et al., 2007) o células de mamíferos (Schones et al., 2008). En estudios recientes 
realizados a muy alta resolución, se han localizado a escala genómica partículas 
subnucleosomales correspondientes probablemente a factores de transcripción unidos 
al DNA en regiones no cubiertas por nucleosomas (Henikoff et al., 2011). Es más, se 
ha demostrado una relación muy estrecha entre el posicionamiento de los factores de 
transcripción y la reposición de los propios nucleosomas (Li et al., 2015 y revisado en 
Maheara y Ohkawa, 2015). 
La incorporación en los nucleosomas de algunas variantes de las histonas 
canónicas como H2A.Z o H3.3 (variantes de las histonas H2A y de H3, 
respectivamente), confieren una mayor inestabilidad a la unión del nucleosoma con el 
DNA (Jin y Felsenfeld, 2007). De esta forma, su presencia favorece la tasa de 
recambio del octámero, lo que facilita la competición con los factores de transcripción 
u otros complejos proteicos que tienen mayor probabilidad de unirse al DNA en estas 
regiones. De hecho, las regiones de los promotores o de los enhancers que se han 
considerado clásicamente como libres de nucleosomas están en realidad ocupadas 
por nucleosomas lábiles (formados por estas variantes de histonas), que las 
metodologías de estudio empleadas habitualmente no consiguen preservar (Jin et al., 
2009). 
Los extremos N-terminal de las histonas también pueden ser modificados por la 
adición de grupos químicos como acetilo, metilo, ubiquitina o fosfato que alteran la 
estabilidad del nucleosoma y/o facilitan el reclutamiento de diversos factores. Por 
ejemplo, la acetilación de las lisinas 9 y/o 14 de la histona H3 (H3K9Ac y H3K14Ac) 
aparece en regiones de promotores activos (Koch et al., 2007). También lo hace la 
metilación de la lisina 20 de H4 (H4K20me) o la trimetilación de la lisina 4 (H3K4me3) 
de H3. Sin embargo, metilaciones en las lisinas 9 y/o 27 de H3 (H3K9me3 y 
H3K27me) están asociadas a represión de la transcripción (Barski et al., 2007). 
También las histonas presentes en secuencias de enhancers pueden sufrir 
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modificaciones, como la acetilación de la lisina 27 de H3 (H3K27Ac) que marca la 
diferencia entre los activos y los inactivos (Creyghton, 2010). 
Otro tipo de modificación química relacionada con la represión de la 
transcripción es la metilación de las citosinas cuando estas preceden a guanina 
(dinucleótidos CpG). Se calcula que más de dos tercios de las secuencias CpG del 
genoma están metiladas en mamíferos, impidiendo que la transcripción comience en 
esas regiones (Ehrlich et al., 1982). Sin embargo, los dinucleótidos CpG no metilados 
presentan una importancia crucial. Normalmente, estos se agrupan en regiones 
llamadas islas CpG (CGI), que se extienden a lo largo de una longitud aproximada de 
1 Kb, donde el contenido en C/G es superior respecto a la media genómica y 
presentan una estructura de la cromatina diferenciada (Bird et al., 1985; revisado en 
Tazi y Bird, 1990). Las CGI son el lugar de unión de muchos factores de transcripción 
y de hecho, más del 60% de los sitios de inicio de la transcripción (TSS) de células 
humanas se encuentran asociados a las mismas (Cuadrado et al., 2001 y revisado en 
Antequera, 2003). Como corresponde a regiones promotoras, es habitual la presencia 
de modificaciones de histonas relacionadas con la activación de la transcripción como 
H3K9Ac y H3K14Ac (Koch et al., 2007). También existen evidencias de una asociación 
de la metilación en CpG con la de algunas modificaciones de histonas sugiriendo 
mecanismos interrelacionados entre ambos procesos (Fouse et al., 2008; Illingworth et 
al., 2010). 
 
2.2. Estructura de la cromatina y replicación del DNA 
La mayor accesibilidad de la cromatina en ciertas regiones genómicas para 
favorecer el comienzo de la transcripción sugiere que esta conformación podría ser 
aprovechada por otros procesos nucleares que requieren el acceso al DNA; uno de 
ellos sería la propia replicación. Esta posibilidad se empezó a considerar por primera 
vez al comprobar que las regiones de replicación temprana coincidían con muchos 
promotores de genes constitutivos en ratón (Goldman et al., 1984). En células de 
Drosophila se ha descrito una alta correspondencia entre los sitios de unión de ORC y 
los promotores de los genes en dominios de replicación temprana (MacAlpine et al., 
2004). Resultados similares se han obtenido en otros sistemas. Como se ha 
comentado anteriormente, en S. pombe, por ejemplo, los ORI tienden a localizarse en 
regiones intergénicas cercanas a promotores (Gómez y Antequera, 1999). Asimismo, 
los primeros ORI que se caracterizaron en células de mamíferos -en los promotores de 
los genes de -globina (Kitsberg et al., 1993), HSP70 (Taira et al., 1994) y PPV1 
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(Giacca et al., 1994; Abdurashidova et al., 2000)- coinciden con los TSS. Las CGI, a 
las que se mantienen asociados buena parte de los promotores en células de 
mamífero, son otro excelente ejemplo de acoplamiento entre transcripción y 
replicación. Al aislar intermediarios de replicación enriquecidos en la proximidad del 
ORI en células humanas, se demostró que presentaban un alto grado de secuencias 
provenientes de CGI (Delgado et al., 1998). Por otra parte, experimentos de 
inmunoprecipitación de cromatina (ChIP) con anticuerpos específicos contra las 
subunidades ORC1 y ORC2 en células humanas identificaron numerosos ORI en CGI 
(Keller et al., 2002; Ladenburger et al., 2002; Dellino et al., 2013). Además, los ORI 
constitutivos más conservados entre los diferentes tipos celulares de ratón y humano 
están asociados a promotores de CGI (Sequeira-Mendes et al., 2009; Besnard et al., 
2013; Cayrou et al., 2015).  
Teniendo en cuenta la relación descrita entre los TSS y los ORI, así como entre 
los primeros y la estructura de la cromatina, parece lógico pensar que el paisaje 
nucleosomal también tenga un importante papel en la definición y eficiencia del inicio 
de la replicación. En S. cerevisiae, se ha demostrado que la unión de ORC a la 
secuencia ARS1 es necesaria para el correcto posicionamiento de los nucleosomas 
que lo rodean (Lipford y Bell, 2001). Es más, estudios a escala genómica corroboran 
que ORC se localiza en la región libre de nucleosomas del ARS (Eaton et al., 2012). 
También en células de Drosophila se ha comprobado que ORC se une a regiones 
libres de nucleosomas (MacAlpine et al., 2010). 
Curiosamente, en otros modelos, como S. pombe, los sitios de unión del 
complejo ORC no coinciden con regiones libres de nucleosomas (de Castro et al., 
2012) y, en A. thaliana, las regiones a las que se une ORC están enriquecidas en 
secuencias en las que se predice una alta ocupación nucleosomal (Stroud et al., 
2012). La misma predicción se ha encontrado analizando las secuencias de los ORI de 
ratón (Cayrou et al., 2012). Esta aparente contradicción, al igual que en el caso de la 
relación entre cromatina y transcripción comentada anteriormente (Jin et al., 2009), 
podría ser explicada por razones metodológicas puesto que los nucleosomas 
inestables -que biológicamente podrían desarrollar un papel en el reconocimiento y 
unión de ORC al DNA- difícilmente son capturados por los protocolos habituales de 
preparación de cromatina. 
Dejando a un lado la controversia sobre si el complejo ORC se une a regiones 
del DNA empobrecidas en nucleosomas, en S. cerevisiae se ha descrito otra 
interesante interacción entre el proceso de replicación y la conformación de la 
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cromatina. Combinando elegantes estudios genéticos y genómicos se ha demostrado 
que el reposicionamiento de los nucleosomas en la hebra de DNA recién replicada 
está acoplado a la síntesis de los fragmentos de Okazaki (Smith y Whitehouse, 2012). 
Recientemente, la integración de los datos disponibles de modificaciones y 
variantes de histonas, localización de ORI o de complejos como ORC o Polycomb, 
sobre los que se han aplicado diversos modelos estadísticos, ha supuesto un paso 
adelante en el estudio de la relación entre varios procesos nucleares y los estados de 
la cromatina. En Drosophila se describieron originalmente cinco estados de cromatina 
(Filion et al., 2010), que posteriormente se aumentaron hasta nueve incorporando al 
análisis una mayor cantidad de datos genómicos (Kharchenko et al., 2011). También 
en A. thaliana se han realizado diversos esfuerzos dirigidos a caracterizar motivos 
diferenciados en la cromatina. Hace unos años, con la información disponible en aquel 
momento, se identificaron cuatro dominios principales correspondientes a 
heterocromatina, unión de Polycomb, genes activos y regiones intergénicas (Roudier 
et al., 2011). Estos estados han sido recientemente ampliados a nueve diferentes 
(Sequeira-Mendes et al., 2014). Siguiendo esta metodología e integrando hasta 43 
marcas genómicas diferentes junto con una caracterización de regiones de inicio de la 
replicación a partir de SNS, se ha postulado la clasificación de los ORI de metazoos en 
tres tipos diferentes: a) pobres en marcas epigenéticas, asociados a replicación tardía 
y poco eficientes b) correlacionados con marcas epigenéticas como H3K4me1 y 
H3K36me3 ligadas a regiones enhancers aunque con una eficiencia relativamente 
baja, y c) asociados a complejos Polycomb, cromatina abierta y altamente eficientes 
(Cayrou et al., 2015). 
 
*                    *                    * 
 
Los datos de localización y actividad de los ORI en distintos sistemas coinciden 
en la existencia de una estrecha relación entre los procesos de replicación y 
transcripción. Dado que sendos procesos ocurren en el contexto de una estructura 
compleja de cromatina y que la iniciación de ambos se ha relacionado con la presencia 
de conformaciones del DNA no canónicas, como R-loops y estructuras de G4, resulta 
de interés analizar si estas correlaciones son más causales que casuales. En los 
trabajos que conforman esta Tesis Doctoral hemos querido profundizar especialmente 
en la relación entre la estructura de la cromatina y el inicio de la replicación del DNA 
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combinando técnicas genómicas con estudios detallados a alta resolución. Hemos 
utilizado distintos modelos celulares: células de mamífero (ratón y humano) y 
promastigotes de Leishmania major para aprovechar las distintas ventajas que ofrecen 
ambos sistemas en cuanto a los datos epigenéticos disponibles en la literatura y a la 
organización de sus genomas. 
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Los objetivos que establecimos para la realización de esta Tesis Doctoral se 
enmarcan en el propósito más amplio de la comprensión de la regulación y la dinámica 
alrededor de los ORI. Para ello establecimos como prioridades: 
 
1. Estudiar a nivel genómico la estructura y composición de la cromatina junto 
con la abundancia de intermediarios de replicación del DNA en sistemas de 
células de mamíferos (ratón y humano), integrando además la información 
disponible respecto a la presencia de motivos de secuencia y localización 
de proteínas de replicación. 
 
2. Analizar a alta resolución la estructura de la cromatina y la relación con la 
abundancia de intermediarios de replicación del DNA en ejemplos 
representativos de ORI bien caracterizados en células de ratón. 
 
3. Generar el perfil nucleosomal y de iniciación de la replicación del DNA en 
un modelo con un genoma altamente compartimentalizado respecto a la 
actividad transcripcional; el protozoo Leishmania major. 
 
4. Integrar los datos epigenéticos disponibles junto con el perfil nucleosomal, 
la abundancia de intermediarios de replicación del DNA y la cinética 
transcripcional para profundizar en la relación entre estos procesos 
nucleares en L. major. 
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1. Manipulación de material biológico 
1.1 Células de ratón 
El tipo celular utilizado en los estudios en células de ratón fueron líneas 
troncales embrionarias PGK12.1 (Penny et al., 1996). Su manipulación se llevó a cabo 
en condiciones asépticas en campana de seguridad biológica de tipo P2 (Faster BH 
2004) y manteniendo los cultivos en un incubador (Esco Celculture) a 37C, 5% CO2 y 
con humedad. 
Se consideró el cultivo en fase exponencial al alcanzar una confluencia visual 
del 70-80% de crecimiento en los frascos de cultivo. Confluencias superiores al 90% 
se determinaron asociadas a la fase estacionaria. Las células PGK12.1 se cultivaron 
en frascos de cultivo T25 o T75 (Falcon) previamente gelatinizados utilizando como 
medio de cultivo DMEM sin piruvato de sodio (Gibco) suplementado con 20% suero 
fetal bovino (FBS) testado para células ES (Lonza), 1 mM piruvato de sodio (Gibco), 1x 
aminoácidos no esenciales (Gibco), 2 mM L-glutamina (Gibco), 50 M -
mercaptoetanol (Gibco), 1:100 PenStrep (Gibco) -concentraciones finales de 100 U/mL 
penicilina y 100 g/mL streptomicina- y 1000 U/mL factor inhibidor de leucemia 
(ESGRO-LIF, Millipore). 
Una vez alcanzada la fase exponencial de crecimiento en el volumen 
determinado, las células se expandieron en una dilución 1:6 o 1:8. Para ello, se 
realizaron dos lavados con PBS a temperatura ambiente. Posteriormente se incubaron 
con 1-2 mL de 0,05% tripsina-EDTA (Gibco) suplementada con 2% suero de pollo 
hasta el total desprendimiento celular (2-5 minutos). Inmediatamente después, se 
diluyeron en medio de cultivo para inactivar la tripsina. Esta solución se dividió por el 
factor de dilución determinado y se trasvasó a nuevos frascos de cultivo gelatinizados 
completándolos con medio de cultivo hasta el volumen apropiado. 
Para el almacenaje a largo plazo de viales celulares, alcanzada la confluencia 
del 70-80% se procedió de manera similar a lo descrito pero la tripsina se inactivó con 
medio de congelación -90% FBS y 10% DMSO (Sigma-Aldrich)- hasta una 
concentración aproximada de 1-3x106 células/mL. Posteriormente, se prepararon 
alícuotas de 1 mL en crioviales y se procedió a su congelación gradual hasta -80C en 
un recipiente conteniendo isopropanol durante 12h. Finalmente, los viales se 
transfirieron a nitrógeno líquido. Para la reactivación de las células desde su 
almacenamiento en nitrógeno líquido, se descongelaron los viales unos segundos a 
37C e inmediatamente se trasvasaron a un volumen de medio de cultivo al menos 
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diez veces mayor (para la dilución del DMSO). A continuación, se centrifugó 3-5 
minutos a 1000-2000 rpm, se sustituyó el sobrenadante por medio de cultivo y se 
transfirió a frascos de cultivo previamente gelatinizados. 
 
1.2 Células de Leishmania major 
La cepa de parásito utilizada como modelo fue Leishmania major Friedlin. Los 
cultivos se manipularon en condiciones asépticas en campana de seguridad biológica 
de tipo P2 (Esco Labculture) y se mantuvieron en estufa (J.P. Selecta) a 26C. 
Para definir el crecimiento de los cultivos se tomaron como valores de 
referencia 6x106 parásitos/mL como fase exponencial y >107 parásitos/mL como fase 
estacionaria. Los parásitos se cultivaron en medio M199 (Sigma-Aldrich) 
suplementado con 10 % de suero fetal bovino inactivado, 40 mM HEPES (pH 7,4), 0,1 
mM adenina, 10 g/mL hemina, 1 g/mL biotina, 2 ng/mL biopterina, 100 U/mL 
penicilina G y 0,1 mg/mL sulfato de estreptomicina. 
 
2. Purificación de DNA genómico de alto peso molecular 
2.1 Células de ratón 
La obtención de DNA genómico se realizó mediante el procedimiento estándar 
de Sambrook (1989). Una vez que las células alcanzaron la fase estacionaria de 
crecimiento, se realizaron dos lavados con PBS y se añadió a cada frasco de cultivo 1-
2 mL de solución de lisis -50 mM TRIS (pH 8), 10 mM NaCl, 10 mM EDTA (pH 8) y 
0,5% SDS-. Se agruparon los lisados en un único tubo, se suplementaron con 100 
g/mL proteinasa K (Roche) y se dejaron en incubación 12 horas a 37C. A 
continuación se mezcló el lisado suavemente en tubos de 50 mL (Falcon) con un 
volumen de fenol       -saturado con 10 mM TRIS (pH 8) y 1 mM EDTA- (Sigma) y se 
centrifugó 10 minutos a 3500 rpm. Se repitió el proceso combinando la fase acuosa 
con una mezcla 25:24:1 de fenol:cloroformo:alcohol isoamílico. Finalmente, el DNA se 
precipitó con 2 volúmenes de etanol absoluto, se lavó con 70% etanol, dejó secar y 
resuspendió en 1 mL TE -10 mM TRIS (pH 8), 1 mM EDTA- durante 24-48 horas a 
4C. 
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2.2 Células de L. major 
Para la obtención del DNA genómico de los parásitos se recogieron los cultivos 
crecidos hasta fase exponencial en tubos de 50 mL (Falcon) mediante centrifugación 
durante 5 minutos a 2500 rpm a 4C (Sorvall RT 6000B). Los precipitados celulares se 
lavaron dos veces con PBS frío y se purificaron los núcleos adaptando el protocolo de 
Gong et al. (1996). 
Para la obtención de núcleos, se trabajó en todo momento con las soluciones 
en frío y manteniendo todo el material en hielo. Los precipitados celulares se 
resuspendieron a una concentración de 1,7x107 células/mL en tampón de 
homogeneización -10 mM TRIS (pH 7,4), 1 mM EDTA (pH 8), 0,1 mM EGTA (pH 8), 15 
mM NaCl, 50 mM KCl, 0.2% NP-40 y 5% sacarosa suplementado con 0,15 mM 
espermina y 0,5 mM espermidina justo antes de su utilización-. Después de una 
incubación en hielo de al menos 5 minutos (para la ruptura de la membrana celular), 
se transfirieron gota a gota con pipeta de vidrio a tubos de 50 mL en los que se había 
añadido un colchón de sacarosa -tampón de homogeneización con 10% de sacarosa-. 
Se prepararon 2 tubos (de 50 mL) con 15 mL de colchón de sacarosa sobre los que se 
añadieron 22,5 mL de lisado y se centrifugaron 20 minutos a 2300 rpm a 4C. Los 
sobrenadantes con los detritus celulares se descartaron y los precipitados conteniendo 
los núcleos purificados se resuspendieron y agruparon en un volumen final de 5 mL de 
tampón de lisis -50 mM TRIS (pH 8), 0,1 M EDTA (pH 8), 0,15 M NaCl, 0,5% SDS y 
0,1 mg/mL proteinasa K- y se incubaron a 37C durante 12 horas. La extracción y 
precipitación del DNA se llevaron a cabo de la misma forma que en el caso anterior 
(apartado 2.1). 
 
3. Purificación de intermediarios de replicación de pequeño tamaño (SNS) 
3.1 Células de ratón 
Los intermediarios de replicación se fraccionaron por tamaño en gradientes de 
sacarosa (Gómez y Antequera, 2008). Para cada tubo de gradiente, se recogieron 4-5 
frascos de cultivo T75 en fase exponencial de crecimiento y se extrajo el DNA 
genómico tal y como se describe en el apartado 2.1 pero suplementando los lisados 
con 0,1 U/L RNAseOUT (Invitrogen). 
Cada gradiente se preparó a partir de siete diluciones de sacarosa con 
concentraciones desde 5% a 20% en tampón TEN -10 mM TRIS (pH 8), 1 mM EDTA y 
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100 mM NaCl- cargadas cuidadosamente con bomba peristáltica en tubos de 13 mL 
de ultracentrífuga (Beckman Coulter). El DNA genómico homogéneamente 
resuspendido se desnaturalizó a 95C durante 5-10 minutos y se añadió 
cuidadosamente en la parte superior del gradiente. A continuación, los tubos se 
centrifugaron en una ultracentrífuga Beckman Coulter OptimaTM L-100 XP durante 20 
horas a 24000 rpm y 20 C utilizando un rotor SW40Ti. Después se recogieron 13 
fracciones de 1 mL desde la parte superior del gradiente y se precipitaron en tubos de 
1,5 mL (Eppendorf) con 1:10 volúmenes de 3 M acetato de sodio y 2 volúmenes de 
100% etanol, se lavaron con 70% etanol y se resuspendieron en 60 L TE. 
Posteriormente se analizó el perfil del fraccionamiento mediante electroforesis 
alcalina (Figura 5A). Para ello, se desnaturalizó el 10% de cada fracción -con 0,2 M 
NaOH durante 15 minutos- y se examinó en geles de agarosa en condiciones alcalinas 
-50 mM NaOH, 1 mM EDTA, 1% agarosa-, realizándose la electroforesis en el mismo 
tampón (50 mM NaOH, 1 mM EDTA) a 4ºC. Finalmente, el gel se neutralizó con 2x 
SSC dos veces durante 30 minutos y el DNA se visualizó mediante tinción con 
bromuro de etidio. Las fracciones del gradiente conteniendo los intermediarios de 
replicación más pequeños y, por tanto, más próximos al origen de replicación fueron 
las fracciones F3 (150-600 bp), F4 (300-800 bp) y F5 (400-1200 bp). 
Después del fraccionamiento por tamaño, se procedió a un enriquecimiento 
bioquímico en intermediarios de replicación (protegidos en el extremo 5’ por el cebador 
de RNA) del resto de fragmentos contaminantes, procedentes de rupturas del DNA, 
mediante tres rondas consecutivas de fosforilación y digestión con -exonucleasa. 
Tras una desnaturalización de 5 minutos a 95C, se llevó a cabo la reacción de 
fosforilación en un volumen de 200 L en presencia de 1 mM ATP (Fermentas), 0,5 
U/L PNK (Fermentas) y 0,2 U/L RNAseOUT. Después de 30 minutos, las reacciones 
se pararon con 1:10 de volumen de solución STOP –1,25% sarkosyl, 125 mM EDTA y 
310 g/mL proteinasa K – durante 30 minutos a 50C. A continuación, las muestras se 
extrajeron con fenol/cloroformo, precipitaron, lavaron y resuspendieron en 100 L de 
agua. Posteriormente, se desnaturalizaron de nuevo 5 minutos a 95C y se realizó el 
enriquecimiento bioquímico en un volumen de 200 L con 0,75 U/L -exonucleasa 
(Fermentas) en presencia de 0,2 U/L RNAseOUT durante 12h a 37C. Finalmente, 
las reacciones se pararon por incubación a 75C durante 10 minutos y, de manera 
similar, se extrajeron con fenol/cloroformo, precipitaron y resuspendieron en 60 L TE. 
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Paralelamente se realizaron controles para evaluar la digestión de fragmentos 
no protegidos por RNA en su extremo 5’. Para ello se añadieron 100 ng de un 
plásmido de 3 Kb linearizado y fosforilado en su extremo 5’ a alícuotas con 1:10 de 
cada uno de los tubos que contenían las reacciones de -exonucleasa. Si la acción de 
esta última era efectiva, al revelar el experimento mediante electroforesis en gel de 
agarosa, desaparecería la banda correspondiente al plásmido utilizado como control 
(Figura 5B). De este modo, observábamos que cuando se incorporaban 15 U de -
exonucleasa (el equivalente a 1:10 de la actividad presente en las digestiones de las 
muestras) el plásmido se digería completamente (carril 1); cuando no se añadía 
enzima (control negativo) el plásmido se mantenía íntegro con un tamaño de 3 Kb 
(carril 2) y cuando se aportaba el plásmido a alícuotas correspondientes a 1:10 de las 
distintas fracciones de intermediarios de replicación, era nuevamente degradado 
(carriles 3 y 4). 
Figura 5: A: Ejemplo representativo del análisis del fraccionamiento del DNA genómico de L. major en 
gradientes de sacarosa. A la izquierda se indican los tamaños de los fragmentos de DNA conforme al 
marcador molecular (m) 1 Kb plus DNA Ladder (Invitrogen). Las fracciones señaladas con flechas de 
color en la parte inferior son las utilizadas para los diversos experimentos de este proyecto: F3 (150-
600 bp), F4 (300-800 bp) y F5 (400-1200 bp). Nótese una banda que migra aproximadamente a 700-
800 bp  y que se corresponde con el kinetoplasto del parásito (esta banda no aparece en los modelos 
de vertebrados). B: Control de digestión de la enzima -exonucleasa que demuestra que el DNA lineal 
y fosforilado de 3 Kb utilizado como control (carril 2: ssDNA -exo) queda completamente digerido en 
estas condiciones por la enzima tanto si está sólo en la muestra (carril 1: ssDNA +exo) como 
acompañado por DNA proveniente de intermediarios de replicación (carriles 3 y 4: ssDNA + F3/F4 + 
exo). m es el mismo marcador molecular que en el caso anterior.  
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3.2 Células de L. major 
Para cada gradiente de sacarosa, se recogieron 500 mL de cultivo de células 
en fase exponencial de crecimiento y se purificó el DNA genómico de la manera 
descrita en el apartado 2.2, con algunas modificaciones: se prepararon un total de 8 
tubos de 50 mL, cada uno de ellos conteniendo 15 mL de colchón de sacarosa sobre 
los que se añadieron 22,5 mL de lisado celular y una vez obtenidos los núcleos, el 
lisado se suplementó con 0,1 U/L RNAseOUT. 
El enriquecimiento en intermediarios de replicación mediante digestión con -
exonucleasa se llevó a cabo de manera similar a lo descrito en el modelo de ratón 
(apartado 3.1). 
 
4. Purificación de DNA mononucleosomal 
Para ambos modelos, el protocolo de preparación de DNA mononucleosomal 
(MN) fue precedido de la purificación de núcleos de la manera descrita en el apartado 
3 con algunas modificaciones. En el caso de L. major, al ser necesarios volúmenes 
menores que para la obtención de SNS, los colchones de sacarosa para la purificación 
de núcleos se realizaron en tubos de 15 mL (Falcon), depositando 6 mL de tampón de 
homogeneización (108 células o parásitos) sobre 3,5 mL de colchón de sacarosa. 
Después de la centrifugación a través de los colchones, se resuspendió el 
precipitado de núcleos en otros 6 mL de solución de lavado -10 mM TRIS (pH 7,4), 15 
mM NaCl2 50 mM KCl y 8,5% de sacarosa suplementado con 0,15 mM espermina y 
0,5 mM espermidina justo antes de su utilización- (Gong et al., 1996). El contenido se 
dividió en seis alícuotas de 1 mL cada una (aproximadamente 1,7x107 células por 
alícuota), que serían digeridas por las cantidades correspondientes de enzima MNasa. 
Las concentraciones de MNasa utilizadas por cada 1,7x107 núcleos fueron 300 
U, 600 U, 1200 U y 2400 U, en el caso de las células de ratón, y 19,5 U, 37,5 U, 75 U, 
150 U y 300 U, en el caso de células de L. major. En ambos casos, la digestión se 
realizó durante 6 minutos a 25ºC, después de lo cual las reacciones se pararon 
añadiendo 9 mM EDTA y 3,5 mM EDTA y transfiriéndolas a hielo. Las alícuotas 
digeridas en las mismas condiciones se agruparon, se incubaron durante 1-2 horas a 
37ºC con RNAse-DNAse free (Roche) y posteriormente en solución de lisis durante 
12h. Por último, el DNA resultante se purificó y resuspendió en 50-100 L TE. 
 MATERIALES Y MÉTODOS 
| 43 
El grado de digestión alcanzado con concentraciones crecientes de MNasa se 
analizó mediante electroforesis en geles de agarosa al 2,5%, observándose un patrón 
en escalera característico en función de la intensidad de la digestión (Figura 6A). En 
el caso de los experimentos de escaneo de DNA mononucleosomal mediante 
amplicones solapantes (NuSA), como los realizados en ORI concretos en células de 
ratón, se purificaron las bandas de 140-150 bp de cada una de las digestiones 
realizadas. En el caso de los experimentos de secuenciación masiva de DNA 
mononucleosomal (MNasa-seq) de L. major, se eligió la digestión de 150 U que 
correspondía aproximadamente a una relación 80:20 en mono:dinucleosomas. Las 
bandas escindidas de los geles de agarosa se purificaron mediante el kit Wizard® SV 
Gel and PCR Clean-Up System (Promega). 
 
 
Figura 6: A: Ejemplo representativo del análisis de la fragmentación del DNA de L. major generado 
tras la digestión con cantidades crecientes de  MNasa (en células de ratón se requieren mayores 
cantidades de enzima para alcanzar fragmentaciones equivalentes). La muestra señalada contiene 
una proporción 80:20 en mono:dinucleosomas, es la utilizada en los experimentos de MNasa-seq. A la 
izquierda se indican los tamaños de los fragmentos de DNA conforme al marcador molecular (m) 1 Kb 
plus DNA Ladder (Invitrogen); a la derecha, la posición correspondiente al DNA proviniente de mono, 
di o tri-nucleosomas. B: Esquema ilustrativo del perfil de ocupación nucleosomal obtenido mediante 
experimentos de NuSA. La cromatina más expuesta es digerida por la enzima presentando forma de 
“valle” mientras que las regiones protegidas por nucleosomas forman un “pico” que se extiende 150 bp 
o más, en función del nivel de posicionamiento del nucleosoma en la población celular analizada. 
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4.1 Ensayo de escaneo de nucleosomas (NuSA) 
Este ensayo (Sekinger et al., 2005) consiste en la cuantificación mediante PCR 
en tiempo real (qPCR) de la abundancia de amplicones de 60-80 bp solapantes entre 
sí en 15-25 bp en preparaciones de DNA mononucleosomal provenientes de 
exposiciones crecientes a MNasa. De esta manera, si los amplicones están situados 
en zonas expuestas de la cromatina -por tanto, digeridas por la MNasa- se obtiene un 
bajo enriquecimiento, mientras que éste es alto en las regiones protegidas por 
nucleosomas (más resistentes a la digestión por MNasa). Típicamente se detecta un 
patrón de picos y valles correspondientes a aquellas regiones respectivamente más o 
menos ocupadas por nucleosomas a lo largo de la población celular (Figura 6B). 
 
5. PCR cuantitativa (qPCR) 
Las reacciones de PCR cuantitativa a tiempo real (qPCR) se realizaron en 
placas de 384 pocillos (Applied Biosystems) en un instrumento ABI Prism 7900HT 
(Applied Biosystems). Las reacciones se prepararon en 20 L de volumen final con 
0,025 U/mL HotStar Taq Polimerasa (Qiagen) y sus reactivos -1x tampón y 1,5 mM 
MgCl2- suplementados con 0,2 mM dNTPs (Roche), 375 nM oligonucleótidos (Sigma-
Aldrich) y 1x SYBR Green (Molecular Probes). Las secuencia de los oligonucleótidos 
utilizados y las condiciones de reacción de cada amplicón se indican en Anexo I: 
Tabla de oligonucleótidos utilizados. 
Para la definición de las curvas de amplificación, por cada uno de los 
amplicones analizados se utilizaron cinco diluciones seriadas 1:5 de DNA genómico 
sonicado en la misma mezcla de reacción que las muestras experimentales. Las 
mejores condiciones para cada pareja de oligonucleótidos se determinaron 
empíricamente, aceptándose aquellas con una eficiencia de reacción de 100%10 -es 
decir, una pendiente de la curva de reacción de 3,30,3- y un coeficiente de 
correlación entre los puntos de R2>0,99. 
Los análisis de los resultados de qPCR se realizaron con el programa ABI 
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6. Secuenciación masiva (NGS) 
6.1 Preparación de librerías de SNS-seq y MN-seq de L. major 
Como paso previo a generar las librerías de SNS, los intermediarios de 
replicación provenientes de las fracciones F4 y F5, compuestas por DNA de cadena 
sencilla, se transformaron en DNA de cadena doble (Cadoret et al., 2008). Tras la 
última ronda de tratamiento con -exonucleasa, las muestras se resuspendieron en un 
volumen de 29 L a los que se añadieron 1 L (50 pmol) de hexámeros al azar 
fosforilados (Roche) y se incubaron durante 5 minutos a 95C permitiendo el 
anillamiento a las SNS mediante enfriamiento gradual hasta alcanzar los 4ºC. A 
continuación, se realizó la extensión de los oligonucleótidos en presencia de 1 L (10 
mM) dNTP (Roche) y 1 L (5 U) exo- Klenow (New England Biolabs) durante 1 hora a 
37C y se detuvo la reacción por incubación 10 minutos a 75C. Posteriormente los 
fragmentos de las cadenas complementarias se incubaron con 2 L (80 U) de Taq 
DNA ligasa (New England Biolabs) durante 30 minutos a 50C y se detuvo la reacción 
por incubación 10 minutos a 75C. Finalmente, se eliminaron los cebadores de RNA 
de las SNS por digestión con 1 L de mezcla de RNAsas A/T1 (Thermo Scientific) 
durante 30 minutos a 37C, se realizó una extracción con fenol/cloroformo, 
precipitación y resuspensión del DNA en 20 L de TE. Como control se preparó una 
librería de DNA genómico proveniente de células en fase estacionaria (109 
parásitos/mL) fragmentado por sonicación con 30 ciclos de 30 segundos ON/OFF en 
Bioruptor® (Diagenode) hasta alcanzar un tamaño de 200-500 bp. 
El DNA mononucleosomal proveniente de la digestión con MNasa ya era de 
doble cadena y no requería fragmentación por lo que no demandaba modificaciones 
previas en la generación de las librerías. 
Las librerías de secuenciación se generaron en la unidad de Genómica del 
Parque Científico de Madrid (PCM) mediante el protocolo estándar de construcción de 
librerías TruSeq (Illumina) con algunas modificaciones. Se evitó la fragmentación de 
las muestras porque ya había sido realizada durante los distintos protocolos de 
purificación. Las librerías de SNS se purificaron posteriormente en geles de 
poliacrilamida para eliminar la contaminación con dímeros de adaptadores vacíos, 
evitando así el paso de purificación habitual en columnas de Ampure. Para minimizar 
la introducción de artefactos en la posterior secuenciación, se limitaron al mínimo los 
ciclos de PCR (10-15 ciclos) en la generación de las librerías. 
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6.2 Secuenciación 
La secuenciación de las librerías de SNS y MN se realizó en el Centro de 
Regulación Genómica (CRG-Barcelona) y en el Centro Nacional de Análisis Genómico 
(CNAG-Barcelona), primera y segunda réplica respectivamente. En todos los casos los 
fragmentos de las librerías se secuenciaron por ambos extremos (paired-end) con 
lecturas de 50 bp (2x50) en un equipo HiSeq 2000/2500 (Illumina). 
 
7. Análisis bioinformáticos 
7.1 Análisis de datos de NGS de repositorios públicos provenientes de células 
de ratón y humano 
La versión utilizada del genoma de ratón fue mm9 y la del genoma humano 
hg18. Cuando los datos utilizados se habían generado en versiones anteriores de los 
respectivos genomas, los alineamientos se convirtieron a las versiones actuales 
utilizando la herramienta LiftOver del navegador genómico de la Universidad de 
California en Santa Cruz (UCSC Genome Browser) (Kent et al., 2002). 
 
7.1.1 Selección de los sitios de inicio de la transcripción (TSS) 
Los TSS de ambos genomas se definieron a partir del extremo 5’ de los 
transcritos mayores de 200 bp (para evitar pseudogenes o genes codificados por otras 
polimerasas) de la base de datos RefSeq (Pruitt et al., 2005). 
 
7.1.2 Utilización de datos accesibles de células de ratón 
Los datos del mapeo de intermediarios de replicación y localización de ORI 
derivados de estos se obtuvieron a partir de trabajos publicados de hibridación de SNS 
en microarrays genómicos (Sequeira-Mendes et al., 2009; Cayrou et al., 2011). Las 
regiones definidas en el primero de ellos como ORI se convirtieron desde mm7 a mm9 
y las densidades de SNS se generaron a partir de los perfiles de microarrays. Las 
densidades de SNS del segundo estudio se transformaron desde mm8 a mm9 y los 
ORI se definieron como regiones de menos de 5 Kb con al menos 10 sondas 
consecutivas positivas cuyo su valor de intensidad promedio fuese superior a 0,5. 
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Los perfiles de nucleosomas se obtuvieron a partir de la transformación de 
lecturas de NGS (Teif et al., 2012) en los correspondientes perfiles de densidad. 
 
7.1.3 Utilización de datos accesibles de células humanas 
El paisaje de iniciación de la replicación se generó a partir de las lecturas de 
SNS de células HeLa (Besnard et al., 2012) y para la definición de ORI se utilizó el 
algoritmo de MACS2 versión 2.1.0.20140616 (Zhang et al., 2008) en modo callpeak 
evitando la generación de modelo, instando una extensión de las lecturas de 1500 bp y 
limitando el valor de falsos positivos al 1% (--nomodel --extsize 1500 --q 0.01). 
Los perfiles de densidad de las variantes de histonas H3.3 y H2A.Z se 
generaron a partir de los datos de ChIP-seq publicados por Jin et al., (2009). 
Los datos de densidad y regiones de enriquecimiento significativo en ORC1 se 
obtuvieron a partir de los datos de ChIP-seq publicados en Dellino et al., (2013). 
Para seleccionar aquellos intervalos con presencia de R-loops, se trabajó con 
las lecturas de DRIP-seq de forma similar al estudio original (Ginno et al., 2012) con 
alguna modificación. Las lecturas se alinearon con BWA (Li y Durbin, 2009) y se 
asignó el número de ellas en cada intervalo delimitado por las enzimas de restricción 
utilizadas. Después se seleccionaron los intervalos que presentaban lecturas en los 
extremos y un enriquecimiento al menos cinco veces superior a la media genómica. 
Finalmente, se cruzaron con aquellos presentes en zonas de unión de ORC1. 
Para realizar el perfil de zonas con asimetría en GC (GC-skew) se utilizaron las 
regiones así definidas en el estudio anterior (Ginno et al., 2012). 
Los motivos de cuádruplex de guanina (G4) se identificaron con el programa 
Quadparser (Huppert y Balasubramanian, 2005), seleccionando los que respondían a 
una estructura G3-L1-7-G3-L1-7-G3-L1-7-G3 (siendo G la base guanina y L cualquiera de 
las cuatro bases) (parámetros GCgc 3 4 1 7). 
 
7.1.4 Manejo y tratamiento de los datos 
Los datos se visualizaron en el navegador genómico de la Universidad de 
California en Santa Cruz (UCSC Genome Browser) (Kent et al., 2002). 
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Las conversiones entre formatos BAM y SAM, ordenamiento de lecturas, 
creación de índex, selección de características del alineamiento, colapso de lecturas 
repetidas, etc. se llevó a cabo con el paquete SamTools (Li et al., 2009). 
Las intersecciones (intersectBed), colapso (mergeBed) y ordenamiento 
(sortBed) de intervalos, transformación de lecturas en perfiles de densidad 
(genomeCoverageBed), conversión de ficheros (bedGraphToBigWig), etc. se 
realizaron con el paquete BedTools versión 2.7.0 (Quinlan et al., 2010). 
Para el manejo de ficheros, datos, etc. se utilizaron programas propios escritos 
en lenguajes PERL y BASH (shell scripts). 
Las representaciones de datos en perfiles agregados se realizaron mediante un 
programa creado por el Dr. Bastolla (Unidad de Bioinformática, CBMSO) normalizando 
los valores totales en unidades tipificadas o Z-score [Z=(x-)/]. 
 
7.2 Análisis de datos de NGS de L. major 
7.2.1 Anotación de características genómicas a partir de datos públicos 
El genoma de referencia de L. major que se utilizó (versión 6.0) se descargó de 
la base de datos de tripanosomátidos (TriTrypDB; Aslett et al., 2010). Las coordenadas 
de las secuencias codificantes (CDS) se obtuvieron de la base de datos GeneDB 
(Logan-Klumpler et al., 2012). 
Los perfiles de modificación de histona H3 (AcH3) se crearon realineando los 
datos publicados (Thomas et al., 2009) respecto al genoma de referencia mediante 
Bowtie2 versión 2.2.0 (Langmead et al., 2012) y suavizados utilizando R versión 3.1.0 
(R Core Team, 2014). 
Los perfiles de enriquecimiento en base J se llevaron a cabo realizando un 
peakcalling de los datos publicados (van Leunen et al., 2012) a través de MACS 
versión 1.4.2 (Zhang et al., 2008) utilizando el modo sharppeaks y generando un 
modelo basado en picos de 200 bp de extensión aproximada (--bw 200). 
 La localización de las regiones relativas a la transcripción (coordenadas de 
TSS, TTS, PTU, pre-RNAm, IR, SSR y HT) se definieron a partir de los datos 
publicados (Rastrojo et al., 2013), cruzando con las anotaciones descritas de base J y 
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AcH3. Del mismo modo, los límites de las regiones UTR se concretaron mediante la 
intersección de los datos de transcripción con las secuencias de los CDS. 
La estabilidad de los pre-RNAm se definió a partir de los datos de RPKM de 
Rastrojo et al. (2013). Estos pre-RNAm se asignaron a baja, media o alta estabilidad 
dependiendo de si log(RPKM) se encontraba entre los valores de 0-2 (1,8% de pre-
RNAm), 2-4 (87,6% de pre-RNAm), o mayores de 4 (10,6% de pre-RNAm) 
respectivamente. 
Las regiones mal anotadas del genoma (zonas de sombra) se definieron a 
partir de aumentos o disminuciones abruptos en los perfiles de alineamiento del DNA 
genómico que habitualmente iban acompañados por artefactos en algunos de los 
datos de NGS restantes y se eliminaron de los análisis posteriores. También se 
eliminaron aquellas regiones que presentaban repeticiones, secuencias duplicadas, 
baja mapeabilidad, etc. La localización de estas zonas de sombra se recoge en Anexo 
I: Zonas excluidas del análisis. 
Los motivos G4 se obtuvieron con el programa Quadparser (Huppert y 
Balasubramanian, 2005) seleccionando los que respondían a una estructura G3-L1-7-
G3-L1-7-G3-L1-7-G3 (siendo G la base guanina y L cualquiera de las cuatro bases) 
(parámetros GCgc 3 4 1 7). 
 
7.2.2 Alineamiento de lecturas de NGS 
Para los alineamientos de las lecturas se utilizaron los alineadores Bowtie 
versión 1.0.0 (Langmead et al., 2009) para los experimentos de SNS-seq y BWA          
-dentro del grupo de programas RUbioSeq (Rubio-Camarillo et al., 2013)- para los 
experimentos de MNasa-seq. Cuando se utilizó Bowtie se hizo permitiendo hasta tres 
bases no coincidentes a lo largo de toda la lectura (-v3) y aceptando el mejor de hasta 
un máximo de cinco posibles alineamientos (-m5 -k1 -best). En el caso de BWA del 
paquete RUbioSeq se utilizó una modificación del protocolo que permitía hasta cuatro 
bases no coincidentes sin alterar el resto de parámetros. Para descartar aquellas 
lecturas que contenían motivos G4 en sus extremos 5’, se realizó una intersección de 
las primeras 10 bp de sendos extremos frente a los motivos G4 y dichas lecturas se 
suprimieron del análisis -al haber convertido las SNS en dsDNA, no puede conocerse 
el extremo 5’ del fragmento original, por lo que decidimos ser conservadores y 
considerar ambos como posibles-. 
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7.2.3 Definición de regiones significativas y construcción de perfiles 
Una vez alineadas las lecturas de SNS-seq se procedió a colapsar las lecturas 
repetidas y a caracterizar cuáles eran los enriquecimientos significativos respecto a un 
control de DNA genómico -proceso de peak calling-. Para ello se utilizaron los 
programas MACS2 versión 2.1.0.20140616 (Zhang et al., 2008) y SNS-scan (Picard et 
al., 2014). MACS2 se utilizó en modo callpeak evitando la generación de modelo e 
instando una extensión de las lecturas de 150 bp (--nomodel --extsize 150). La 
definición de una región como ORI se hizo por extensión de 400 bp (para la fracción 
de 300-800 bp) o 600 bp (para la de 400-1200 bp) hacia ambos lados desde el punto 
máximo de enriquecimiento en SNS y los ORI solapantes se colapsaron 
considerándolos como un único origen. Los ORI comunes a las distintas réplicas 
biológicas se definieron como aquellos que aparecían en la fracción del gradiente que 
contenía intermediarios de replicación de menor tamaño (F4) y solapaban con los 
definidos en la fracción siguiente (F5). Para estimar la eficiencia de activación de cada 
ORI en la población de células se calculó el cociente entre el número de lecturas que 
definían el ORI por la extensión del mismo en bp. Para calcular la significación de la 
distribución genómica de los ORI caracterizados, se computó un reparto aleatorio por 
el genoma de intervalos del mismo tamaño que los ORI, repitiendo esta operación 
durante 10000 ciclos y comparando el p-valor de la distribución resultante respecto a 
la observada. La densidad de ORI se estableció como el número de bp de regiones 
definidas como ORI en ventanas de 20000 bp. 
Para establecer el mapa de ocupación nucleosomal, en primer lugar se 
seleccionaron los pares con alineamiento de ambas lecturas en sentidos opuestos y 
una distancia coherente. Posteriormente se aplicó el software NUCwave (Quintales et 
al., 2015) ajustando el perfil de alineamiento de las lecturas a una función de onda. 
Para la normalización en Z-score [Z=(x-)/] se realizó previamente una corrección a 
través de la media de lecturas por nucleótido en ventanas de 100 Kb -evitando el 
sesgo de mayor profundidad de lecturas que mostraban las zonas de replicación 
temprana-. Las regiones con Z-score menor de -1 (Z<-1) se consideraron de baja 
ocupación nucleosomal. La densidad de regiones de baja ocupación nucleosomal se 
estableció como el número de bp de regiones definidas como de baja ocupación 
nucleosomal en ventanas de 10000 bp. 
Los análisis de replicación temprana/tardía se realizaron a partir de los datos 
de Análisis de Frecuencia de Marcadores o MFA (Marques et al., 2015), bien 
reproduciendo su metodología -agrupando las lecturas de las fases S-temprana, S-
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tardía y G2 en segmentos no solapantes de 2500 bp- o bien incrementando la 
resolución a una escala comparable a la de los ORI detectados utilizando ventanas de 
1000 bp solapantes en 10 bp a lo largo de cada cromosoma. Las regiones de 
replicación temprana se definieron como aquellas de más de 500 bp con un valor de 
MFA superior a 1,4. 
 
7.2.4 Manejo y tratamiento de los datos 
Todos los datos se cargaron y visualizaron en el navegador Integrated Genome 
Browser (IGV) versión 2.3.34 (Robinson et al., 2011). 
Al igual que en los análisis realizados en metazoos, gran parte del manejo de 
datos y ficheros se realizó con SamTools (Li et al., 2009), BedTools (Quinlan et al., 
2010) así como con programas propios escritos en lenguajes PERL y BASH. 
Los gráficos de visualización de datos de eficiencia de ORI, heat maps así 
como los perfiles agregados se prepararon con R versión 3.1.0 (R Core Team, 2014). 
 
 






























1. Estudio genómico de la estructura de la cromatina y la iniciación de la 
replicación en células de ratón 
Para determinar la relación entre el paisaje nucleosomal y los ORI en células 
de ratón, utilizamos datos genómicos disponibles en la literatura, tanto de densidad de 
nucleosomas (Teif et al., 2012), como de intermediarios de replicación de pequeño 
tamaño provenientes de un trabajo previo de nuestro laboratorio (Sequeira-Mendes et 
al., 2009). En este estudio se habían identificado los ORI mediante la hibridación de 
SNS derivados de células pluripotentes (ES) en arrays genómicos (SNS-chip) que 
contenían un total de 10,1 Mb de los cromosomas 3 y X de ratón -aproximadamente el 
0,4% del genoma- representado por sondas de 60 bp a una resolución promedio de 
250 bp. Del repertorio de ORI identificados en dicho estudio elegimos los 36 asociados 
a CGI por las evidencias que indican que este grupo de ORI se activan con mayor 
eficiencia en células de mamíferos, tanto de ratón como humanas (Sequeira-Mendes 
et al., 2009; Cayrou et al., 2011; Besnard et al., 2012). A pesar del reducido tamaño de 
la muestra, los análisis de perfiles agregados centrados en el TSS indicaron que este 
se encuentra embebido en una región de baja ocupación nucleosomal (NDR) definida 
por un nucleosoma bien posicionado (-1) en el extremo 5’ y, en menor medida, en el 
extremo 3’. (Figura 7A). La abundancia de intermediarios de replicación en estas 
regiones presenta un perfil bimodal, a ambos lados del TSS, con los puntos máximos 
localizados en regiones en las que se ha superado el mínimo de ocupación 
nucleosomal. 
Debido a la baja cobertura de las sondas en estos arrays, así como al limitado 
número de ORI definidos en este trabajo, decidimos extender el análisis a otro estudio 
más reciente de SNS-chip que cubría 60,4 Mb -aproximadamente el 2,4% del genoma 
de ratón- a una resolución de 100 bp (Cayrou et al., 2011). Los perfiles agregados 
mostraron unos resultados comparables a los del análisis anterior: una menor 
ocupación nucleosomal en la zona del TSS -más dramática en el extremo 5’ y más 
gradual en el 3’- y una distribución bimodal de cadenas nacientes a ambos lados del 
TSS, con los picos de mayor abundancia coincidiendo con regiones en las que se 
localizan nucleosomas (Figura 7B). En conjunto, estos resultados indican que la 
iniciación de la síntesis de DNA en los promotores asociados a islas CGI ocurre en 
regiones con alta ocupación nucleosomal. 
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2. Análisis local de alta resolución de la estructura de la cromatina y la 
iniciación de la replicación en células de ratón 
Los resultados de los perfiles agregados no permitían analizar en detalle la 
relación entre la iniciación de la replicación y los nucleosomas individuales. Además, 
cada partícula nucleosomal puede presentar diferentes estados y propiedades físicas 
en distintas regiones de la cromatina (Tolstorukov et al., 2010). Para abordar el estudio 
detallado de los nucleosomas de distintas regiones genómicas realizamos un análisis 
de alta resolución o escaneo de nucleosomas utilizando parejas de oligonucleótidos 
solapantes y qPCR sobre muestras de cromatina preparadas en diferentes 
condiciones (NuSA) (Sekinger et al., 2005). Para inferir del modo más resolutivo 
posible la dinámica de los nucleosomas era necesario combinar distintos métodos de 
purificación de cromatina con un adecuado diseño de parejas de oligonucleótidos y 
condiciones de qPCR. Para cubrir un amplio intervalo de estados de cromatina, los 
núcleos celulares provenientes de cultivos asincrónicos en fase exponencial de 
Figura 7: Distribución genómica de SNS y nucleosomas en ORI asociados a CGI en células ES de 
ratón. Los gráficos representan el Z-score de los valores de densidad nucleosomal (Teif et al., 2012) y 
de densidad de intermediarios pequeños de replicación en ventanas de 200 bp a lo largo de 4 Kb  de 
un total de (A) 36 ORI asociados a islas CpG (Sequeira-Mendes et al., 2009) o de (B) 323 ORI 
asociados a islas CpG (Cayrou et al., 2011). En el perfil agregado de nucleosomas (rojo) observamos 
una región de baja ocupación nucleosomal (NDR) en torno al TSS con un nucleosoma (-1) bien 
posicionado en dirección 5’ desde el TSS. En el perfil agregado de SNS (azul) los máximos (líneas 
grises verticales) se sitúan en regiones de mayor abundancia nucleosomal. 
 RESULTADOS. PARTE I 
| 57 
crecimiento previamente expuestos o no a formaldehido (crosslinking), se digirieron 
con cantidades crecientes de la enzima MNasa (que actúa sobre las regiones del DNA 
no protegidas por la unión de algún complejo proteico). Por otro lado, diseñamos 
amplicones de 60-80 bp solapantes en 15-25 bp de manera que pudieran generar un 
paisaje de picos -regiones resistentes a MNasa- y valles -regiones digeridas por 
MNasa- que reflejara los distintos grados de labilidad de los nucleosomas según las 
condiciones de extracción de la cromatina (Ver Materiales y Métodos). Para comprobar 
que la protección del DNA era efectivamente consecuencia de la presencia de un 
nucleosoma, llevamos a cabo un escaneo similar sobre cromatina tratada con 
formaldehido e inmunoprecipitada con anticuerpos específicos frente a la histona H3 
en condiciones de alta o baja concentración de sal.  
Para estos análisis de alta resolución elegimos cinco ejemplos de ORI 
caracterizados en trabajos previos del laboratorio (Sequeira-Mendes et al., 2009 y 
Figura 8) y escaneamos una región de aproximadamente 600 bp conteniendo de 2 a 4 
nucleosomas. Tres de los ORI seleccionados están asociados a promotores de CGI -
Mecp2, Atp2b3 y Hs6st2- y dos a exones de genes -Pias3 y Syde1-. Además, 
atendiendo a su enriquecimiento relativo analizado por qPCR sobre preparaciones de 
SNS de tamaño creciente, podíamos dividirlos en dos grupos: ORI más eficientes, es 
decir, que se activan en un mayor número de células de la población -Mecp2 y Atp2b3- 
y ORI menos eficientes -Hs6st2, Pias3 y Syde1-. 
Figura 8: Características de los ORI seleccionados para este estudio. A la derecha, eficiencia relativa 
de los ORI en preparaciones de cadenas nacientes de los tamaños indicados. Los valores se 
normalizaron frente a los obtenidos para una región negativa en cada preparación de SNS.  
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En primer lugar, llevamos a cabo el análisis del posicionamiento y ocupación 
nucleosomal en los tres ORI asociados a promotores de CGI. En la Figura 9 se 
representan los resultados del análisis de NuSA empleando cantidades crecientes de 
MNasa sobre cromatina nativa (panel A) o expuesta a formaldehido e 
inmunoprecipitada con anticuerpos anti-H3 en condiciones de baja o alta sal (panel B). 
En el caso del promotor-ORI del gen Mecp2, por ejemplo, identificamos cuatro 
nucleosomas bien posicionados, es decir, que protegen la misma región genómica de 
150 bp en la mayoría de las células de la población (panel C): los situados en las 
posiciones +1 y +2 relativas al TSS los definimos como nucleosomas estables              
-protegen al DNA de la digestión por MNasa en todas las condiciones ensayadas-, 
mientras que solo detectamos los nucleosomas -1 y -2 en la digestión más suave y, 
por tanto, los definimos como nucleosomas lábiles. Los nucleosomas lábiles, o las 
regiones del DNA expuestas de manera transitoria, reflejan la existencia de un proceso 
continuo de remodelación de los nucleosomas necesario para mantener la 
accesibilidad de los elementos regulatorios (Deal y Henikoff, 2010). En el caso de la 
región promotora de Mecp2, la presencia de nucleosomas lábiles correspondía con la 
actividad transcripcional de este promotor (Figura 8). Por el contrario, en el caso de 
los promotores-ORI de los genes Atp2b3, y Hs6st2, cuya actividad transcripcional 
había sido indetectable en las células ES (Figura 8), observamos un paisaje 
nucleosomal invariable en todas las condiciones experimentales analizadas, lo que 
indicaba que estas regiones estaban empaquetadas con nucleosomas estables y bien 
posicionados (Figura 9). 
Los nucleosomas de regiones no promotoras no suelen estar bien posicionados 
en la población celular (Valouev et al., 2011). De manera consistente a estas 
observaciones, en los ORI asociados a exones de los genes Pias3 y Syde1 
encontramos un nivel constante de densidad nucleosomal a lo largo de toda la región 
analizada, sin diferencias claras de enriquecimiento entre picos y valles (Figura 10). 
Estos resultados indican que estos dos ORI estaban empaquetados por nucleosomas 
estables pero que tenían un posicionamiento variable en las células de la población. 
Figura 9: Análisis de NuSA mediante amplicones solapantes sobre tres ORI asociados a promotores. 
A: NuSA sobre cromatina preparada en condiciones nativas digerida con cantidades crecientes de 
enzima MNasa. En rojo, los amplicones utilizados en el análisis de qPCR. B: NuSA sobre cromatina 
tratada con formaldehido (crosslinking) e inmunoprecipitada con anticuerpos frente a la histona H3 en 
condiciones de baja (panel superior) y alta (panel inferior) concentración de sal. C: Interpretación del 
resultado y correspondencia con partículas nucleosomales: en gris si su estabilidad era alta (no se 
detectan cambios en las distintas condiciones empleadas) y en rojo si era baja (la protección a la 
MNasa se pierde a condiciones de digestión más estrictas). 
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Figura 10: Análisis de NuSA por medio de amplicones de qPCR solapantes sobre dos ORI no 
asociados a promotores. A: NuSA sobre cromatina preparada en condiciones nativas digerida con 
cantidades crecientes de enzima MNasa. En rojo, los amplicones utilizados en el análisis de qPCR. B: 
NuSA sobre cromatina tratada con formaldehido (crosslinking) e inmunoprecipitada con anticuerpos 
frente a la histona H3 en condiciones de baja concentración de sal. C: Interpretación del resultado y 
correspondencia con partículas nucleosomales (símbolos con el mismo significado que en Figura 9). 
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Para realizar el análisis de iniciación de la replicación en estos ORI de 
resolución comparable al paisaje nucleosomal generado, implementamos un estudio 
cuantitativo de abundancia de intermediarios de replicación mediante parejas de 
oligonucleótidos solapantes sobre preparaciones de SNS de tamaño creciente 
provenientes de tres fracciones consecutivas de gradientes de sacarosa (ver 
Materiales y Métodos) (Figura 11). Representamos los valores de amplificación de 
cada amplicón normalizados respecto a los obtenidos para una de las regiones 
flanqueantes situadas a aproximadamente 700-1.000 bp de la región estudiada. Tal y 
como se esperaría de un patrón de elongación bidireccional a partir del sitio de inicio y 
con el nivel basal situado en una posición cercana, los enriquecimientos relativos en 
cada región disminuyen de manera inversamente proporcional a la longitud de los 
intermediarios de replicación (Figura 11). 
En los dos ORI más eficientes del estudio, Mecp2 y Atp2b3, localizamos el 
punto de máximo enriquecimiento en SNS en la posición protegida por el nucleosoma 
+1 (Figura 11). Con el aumento del tamaño de las SNS -aunque disminuía el 
enriquecimiento relativo- se mantenía este perfil sugiriendo que, en ambos casos, el 
inicio de la replicación ocurría en el mismo lugar en la mayoría de las células de la 
población (lo que podría en parte explicar la mayor eficiencia de estos ORI inferida por 
qPCR). En el ORI asociado al promotor del gen Hs6st2 el máximo enriquecimiento 
también coincidía con la región protegida por el nucleosoma +1 en la preparación de 
SNS más pequeña que evolucionaba a un patrón bimodal en la preparación de 300-
800 nt -similar al detectado en la Figura 7- con un sutil máximo relativo bajo el 
nucleosoma -1. Sendos máximos eran inapreciables en la muestra de intermediarios 
de replicación de mayor tamaño. Estos resultados confirman los obtenidos a escala 
más global en los perfiles agregados: la síntesis del DNA en los promotores asociados 
a CGI ocurre en regiones de alta ocupación nucleosomal. 
Por último, en los ORI no asociados a promotores Pias3 y Syde1, el perfil de 
enriquecimiento en intermediarios de replicación se mostraba tan deslocalizado como 
el entorno nucleosomal (Figura 11). Esta correspondencia entre el mayor o menor 
posicionamiento nucleosomal con el perfil más o menos definido de iniciación de la 
replicación lo hemos corroborado en otros ORI estudiados en el laboratorio, lo que 
sugiere la existencia de una relación íntima entre la estructura de la cromatina y los 
sitios genómicos en los que comienza la síntesis del DNA (Lombraña et al., 2013). 
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3. Estudio genómico de la estructura de la cromatina y el inicio de la 
replicación en células humanas 
Los análisis genómicos del inicio de la replicación y de la estructura de la 
cromatina realizados en células de ratón presentaban algunas limitaciones como el 
reducido tamaño de la muestra o que la obtención de material biológico para el análisis 
de la cromatina se hubiera llevado a cabo en condiciones que no mantuviesen la 
integridad de los nucleosomas más lábiles (Figura 12). Por otra parte, los análisis 
locales, aunque realizados a una resolución sin precedentes en la literatura, se 
limitaban a cinco ejemplos -ocho en el estudio completo (Lombraña et al., 2013)-. Por 
tanto, decidimos realizar un nuevo análisis genómico utilizando los datos de unión de 
la proteína ORC1 al DNA (Dellino et al., 2013), los datos de localización de variantes 
de histonas que confieren al nucleosoma en el que se incorporan una alta inestabilidad 
(Jin et al., 2009) y los datos del mapeo de SNS (Besnard et al., 2012) en células 
humanas HeLa. 
Figura 11: Mapeo de alta resolución del inicio de la replicación en ORI asociados a promotores de CGI 
(A) o a exones de genes (B). Los histogramas representan los resultados del enriqucimiento de cada 
uno de los amplicones indicados respecto al flanco más alejado en intermediarios de replicación de 
tamaño creciente (150-600 nt, 300-800 nt y 400-1200 nt en verde, azul y naranja, respectivamente). La 
localización de los nucleosomas deriva de las Figuras 9 y 10. En rojo, los amplicones utilizados en el 
análisis de qPCR. 
Figura 12: Comparación de los mapas de ocupación nucleosomal obtenidos en las Figuras 9 y 10 
mediante  NuSA y los derivados de los análisis genómicos a partir de los datos de Teif et al. (2012).  
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En la Figura 13A mostramos los resultados de localización de las partículas 
nucleosomales compuestas por las variantes de histonas H3.3/H2A.Z, que habían sido 
detectadas únicamente cuando la cromatina se extraía en baja concentración de sal 
(Jin y Felsenfeld, 2007; Jin et al., 2009), junto a la localización de los nucleosomas 
compuestos por H2A.Z aislados en alta sal y el posicionamiento de ORC1 en 3.310 
CGI. El perfil agregado refleja que la proteína ORC1 se localiza preferentemente 5´ 
respecto al TSS, exactamente en la posición ocupada por los nucleosomas formados 
por las variantes de histonas H3.3/H2A.Z, que delimitan la región NDR definida en 
preparaciones convencionales de mapeo de nucleosomas (Ozsolak et al., 2007; 
Schones et al., 2008). Estos resultados indican que las regiones de promotores-ORI se 
encuentran enriquecidas en nucleosomas inestables -como detectamos en la región 
examinada del gen Mecp2 y en otros ejemplos del estudio completo (Lombraña et al., 
2013)-. El hecho de que la región protegida por nucleosomas inestables coincidiese 
con la región de unión preferente de ORC1 sugería o bien una posible interacción del 
complejo ORC con nucleosomas lábiles compuestos por H3.3/H2A.Z, o más 
probablemente, la existencia de un recambio de los nucleosomas para permitir el 
acceso del complejo al DNA. 
Figura 13: Distribución genómica de los nucleosomas compuestos por las variantes de histonas 
H2A.Z/H3.3 y los sitios de unión de ORC1 en ORI eficientes en células HeLa. (A) Los perfiles 
agregados representan el Z-score de la densidad de nucleosomas formados por las variantes lábiles 
de histonas H2A.Z/H3.3 aisladas en baja o alta concentración de sal según se indica (Jin et al., 2009), 
y de ORC1 (Dellino et al., 2013). Las lecturas se normalizaron en ventanas no solapantes de 50 bp 
centradas en 3310 TSS positivos para ORC1. (B) El mismo análisis se realizó en 1004 TSS positivos 
para la unión de ORC1 y enriquecidos en SNS (Besnard et al., 2012). 
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A continuación examinamos la distribución de ORC1 y SNS en el mismo tipo 
celular (Figura 13B). A pesar de que el solapamiento entre ambos grupos de datos 
era solo del 30%, las CGI positivas para la unión de ORC1 y clasificadas como ORI 
(Besnard et al., 2012), mostraron una localización claramente distinta de ORC1 y de 
los sitios de iniciación de la replicación. De modo similar al patrón observado en 
células de ratón (Figura 7B), el perfil bimodal de replicación detectado en células 
HeLa se distribuye a ambos lados del TSS, coincidiendo con las regiones de mayor 
ocupación nucleosomal. 
En trabajos recientes de mapeo genómico de ORI en células de mamíferos se 
ha puesto de manifiesto que un alto porcentaje de los sitios de iniciación identificados, 
tanto en células de ratón como humanas, contienen motivos de secuencias con el 
potencial de formar estructuras de G4 (Cayrou et al., 2012; Besnard et al., 2012; 
Comoglio et al., 2015). El papel de estas estructuras en la especificación de los ORI no 
está clara, pero evidencias recientes demuestran que algunos de estos motivos 
pueden estimular la iniciación de la replicación (Valton et al., 2014). Una posibilidad 
interesante es que las estructuras de G4 pudieran facilitar el reclutamiento de ORC a 
los ORI, ya que se ha demostrado en ensayos in vitro que el complejo ORC humano 
tiene afinidad por los motivos G4 a través de un dominio de la proteína ORC1 
(Hoshina et al., 2013). Esta afinidad, además, está muy incrementada cuando los 
motivos G4 están presentes en DNA de cadena sencilla o en RNA. Decidimos, por 
tanto, estudiar la asociación entre los sitios de unión de ORC1 y la abundancia de 
motivos G4 en promotores-ORI -muy frecuentes en CGI- en los que se había 
detectado la presencia de estructuras persistentes de DNA de cadena sencilla 
concomitantes con la transcripción o R-loops. Estas estructuras de tres cadenas de 
ácidos nucleicos son termodinámicamente muy estables y se generan por la 
hibridación de una molécula de RNA a la cadena de DNA complementaria dejando 
desplazada la segunda hebra de DNA en forma de cadena sencilla (Roberts y 
Crothers, 1992). Su presencia in vivo en el genoma humano se correlaciona con 
regiones asimétricas en la distribución de G/C (GC-skew) -la cadena no-molde para la 
transcripción tiene un exceso de G sobre C-, lo que ocurre principalmente en las 
posiciones 5’ y 3’ de los genes y, específicamente, en el 75% de todos los promotores 
asociados a CGI (Ginno et al., 2012; 2013). 
Para analizar la asociación entre estos tres parámetros, seleccionamos 
aquellos TSS situados en CGI que, siendo positivos para ORC1 y clasificados como 
ORI por su enriquecimiento en SNS -33% del total definido por Dellino et al. (2013)-, 
generaban R-loops in vivo -evaluado por experimentos de DRIP-seq 
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(inmunoprecipitación con anticuerpos específicos frente a híbridos DNA:RNA 
acoplados a secuenciación masiva) (Ginno et al., 2013)-. En primer lugar, definimos un 
subgrupo de 1.953 CGI con ORC1 asociado a ORI (CGI con ORC1/ORI) que, aun 
siendo muy restrictivo (20% del total de 9.864 CGI), debería conformar un conjunto de 
ORI de alta eficiencia por las características de los mismos (Sequeira-Mendes et al., 
2009; Besnard et al., 2012). Por otro lado, seleccionamos las 1.571 CGI coincidentes 
con regiones positivas para DRIP-seq (CGI con DRIP) -lo que suponía el 40% de 
todas las regiones de R-loops identificadas en Ginno et al. (2013)-. El solapamiento 
entre estos dos subgrupos era significativo (Figura 14A): el 30% de las CGI con 
presencia de R-loops exhibían unión de ORC1 inmediatamente al 5’ de su TSS (la 
asociación esperada al azar sería del 6%) (Figura 14B). A su vez, la señal de DRIP y 
de enriquecimiento en ORC1 solapaban precisamente en la región de 1 Kb con GC-
skew positivo identificado en este grupo de islas (Ginno et al., 2012) (Figura 14B).  
Figura 14: Relación entre R-loops y sitios de unión de ORC1 en ORI asociados a CGI en células 
humanas. (A) Diagramas de Venn ilustrativos de la asociación entre R-loops -definidos como regiones 
consenso en réplicas de DRIP-seq en Ginno et al. (2013)- y sitios de unión de ORC1 en ORI -definidos 
cruzando los datos de Dellino et al. (2013) y Besnard et al. (2012) en CGI-. (B) Perfiles agregados de 
los Z-score correspondientes a la distribución de regiones con R-loops, regiones con GC-skew (Ginno 
et al., 2012), sitios de unión de ORC1 y motivos G4 en el grupo de promotores-ORI definidos en (A) 
centrados en los TSS de los 485 ORI asociados a CGI con presencia de R-loops y ORC1. La posición 
de los motivos G4 se determinó aplicando el software Quadparser especificando un tamaño del bucle 
de 1-7 nucleótidos (Huppert y Balasubramanian, 2005). 
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Aun teniendo en cuenta que solo con los resultados de DRIP-seq no podía 
conocerse la localización exacta de los R-loops en cada promotor -ya que su 
resolución depende de la distribución de los sitios de restricción utilizados para 
fragmentar el genoma-, que los experimentos de DRIP y del mapeo de ORI habían 
sido realizados en tipos celulares distintos (células NTera2 y HeLa, respectivamente) y 
el elevado grado de restricción utilizado para elegir los grupos de datos, estos análisis 
muestran que los R-loops co-localizan con los sitios de unión de ORC1 en una fracción 
de los ORI más eficientes en células humanas. Y, lo que es más importante, el 
enriquecimiento en motivos G4 en estas regiones es paralelo a la señal de unión de 
ORC1 (Figura 14B), asociación consistente con la idea de que las estructuras de G4 
podrían contribuir al reclutamiento de ORC a esas regiones específicas. 
 
 




1. Anotación del genoma de L. major 
En las secciones anteriores hemos estudiado la relación del inicio de la 
replicación con la organización de la cromatina y con estructuras no canónicas del 
DNA en una categoría de ORI de mamíferos, los asociados a regiones promotoras de 
CGI. Para evaluar nuestra hipótesis de que la distribución genómica de los ORI está 
integrada con la actividad transcripcional en general, elegimos un sistema más sencillo 
con una particular organización genómica: el parásito humano L. major. Los protozoos 
parásitos como Leishmania y Trypanosoma se separaron pronto en la línea evolutiva 
de los eucariotas (revisado en Baldauf, 2003). En ellos se han realizado numerosos 
descubrimientos fundamentales para entender la evolución de procesos moleculares 
básicos y, especialmente, la simplificación y especialización de los componentes de la 
maquinaria de transcripción para la vida parásita (Ivens et al., 2005). 
El genoma de L. major tiene un tamaño de 32,8 Mb repartidas en 36 
cromosomas (de un tamaño comprendido entre 0,28 Mb y 2,8 Mb). Estos 
cromosomas, relativamente pequeños, no parecen tener regiones subteloméricas ni 
centrómeros. Una de las peculiaridades de estos eucariotas unicelulares es que los 
genes codificantes para proteínas se agrupan en largas unidades policistrónicas de 
transcripción o PTU que son transcritas por la RNAPII a lo largo de la misma cadena 
de DNA y que pueden contener decenas o centenares de genes (Figura 15) 
(Martinez-Calvillo et al., 2004; Ivens et al., 2005). Las regiones de cambio de cadena     
-Strand Switch Region (SSR)-, en las que la polaridad transcripcional cambia, pueden 
ser divergentes (SSRd) o convergentes (SSRc) para la transcripción. En las primeras, 
la transcripción comienza en direcciones opuestas y en las segundas, la transcripción 
termina y se desacopla la RNAPII del DNA (Martinez-Calvillo et al., 2003; 2004). Existe 
un tercer tipo de regiones en las que la transcripción termina y comienza en la misma 
cadena sin cambiar la polaridad (van Luenen et al., 2012) y que designamos como 
Head-Tail (HT). 
Los largos pre-RNAm de las PTU son procesados co-transcripcionalmente 
mediante la poliadenilación del extremo 3’ y el ensamblaje por trans-splicing de una 
secuencia líder (SL) en el 5’ del siguiente gen, generando los RNAm maduros (Figura 
15) (Agabian, 1990; Agami y Shapira, 1992; LeBowitz et al., 1993). Por tanto, la 
regulación de la expresión génica en L. major ocurre principalmente de modo post-
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transcripcional, mediante la estabilización diferencial de los RNAm maduros o a nivel 
pre- y post-traduccional (revisado en Stiles et al., 1999; Requena, 2011). Otra 
singularidad de estos eucariotas es la presencia de una base modificada en sustitución 
de algunas timinas: el -D-glucosil-hidroximetiluracilo o base J. Esta base se sintetiza 
a través de una oxidación de timina seguida de glucosilación (Gommers-Ampt et al., 
1993). La base J sustituye en torno al 1% de la timina del genoma, localizándose 
principalmente en los telómeros (aproximadamente el 99%), mientras que el 1% 
restante se reparte entre las SSRc y en la proximidad de los loci ribosomales y de las 
secuencias SL. La pérdida de la base J produce defectos en la terminación de la 
transcripción en las regiones SSRc y HT y genera RNA antisentido, lo que sugiere que 
esta base modificada podría tener un papel en la terminación de la transcripción (van 
Luenen et al., 2012). 
Figura 15: Esquema de la organización génica de L. major así como de su sistema transcripcional.  
Los genes se agrupan en unidades policistrónicas de transcripción (PTU) que son transcritas la RNA 
Polimerasa II (RNAPII). De manera co-transcripcional se produce el trans-splicing que lleva a la 
maduración de los pre-RNAm por medio del acoplamiento de una secuencia líder (SL) y 
poliadenilación. La estabilidad de los RNAm maduros modula la expresión génica del parásito puesto 
que la mayoría de la regulación parece ocurrir a nivel post-transcripcional. 
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Figura 16: A: Distribución de los RNAm poliadenilados en función de su estabilidad [log(RPKM)] y 
clasificación en base a ésta en: baja (azul), media (verde) o alta (roja). B: Regiones anotadas del 
estudio en L. major indicándose el número de ellas así como su extensión en bp y la proporción del 
genoma que ocupan  
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Como resultado de esta peculiar organización génica la mayoría del genoma de 
L. major se transcribe constitutivamente por la RNAPII y los promotores y sitios de 
terminación (TTS) constituyen una pequeña fracción del genoma que además, se 
encuentra muy localizada. De este modo, este sistema representaba un escenario 
ideal para estudiar la relación entre los procesos de replicación y transcripción. Para 
realizar este estudio era necesario integrar todos los datos genómicos presentes en la 
literatura: acetilación de histona H3 (AcH3) (Thomas et al., 2009), base J (van Luenen 
et al., 2012), anotación y estabilidad de RNAm poliadenilados (Rastrojo et al., 2013) y 
CDS (GeneDB; Logan-Klumpler et al., 2012) junto con nuestros propios datos 
experimentales de secuenciación masiva de SNS (SNS-seq) o de fragmentos de DNA 
resistentes a la digestión por la enzima MNasa (MNasa-seq). Además, en los estudios 
del transcriptoma de L. major, conjuntamente a la descripción de los pre-RNAm del 
parásito, se había determinado la abundancia relativa de cada uno de ellos, que por 
las peculiares características de regulación transcripcional de este protozoo, la mayor 
o menor persistencia temporal de los RNAm se asocia a su estabilidad molecular 
(Rastrojo et al., 2013). De este modo, dividimos la abundancia relativa de los RNAm 
(log RPKM) en tres intervalos: baja (0-2), media (2-4) y alta (mayor de 4) (Figura 16A) 
Como paso previo al análisis computacional de todos estos datos genómicos, 
tuvimos que realizar una curación manual del genoma ya que, al alinear las lecturas 
del DNA genómico control de los experimentos de SNS-seq y MNasa-seq, 
encontramos muchas regiones con drásticos incrementos o ausencias de lecturas que 
no podían explicarse únicamente en base a secuencias repetitivas, duplicaciones del 
genoma no anotadas o artefactos del alineamiento. De este modo, definimos 169 
regiones (aproximadamente, el 5% del genoma) como “zonas de sombra” que 
descartamos de los análisis posteriores (Anexo I: Zonas excluidas del análisis). 
También detectamos algunos conflictos entre las anotaciones de algunos RNAm y sus 
correspondientes CDS como la presencia de CDS sin RNAm asociado o viceversa (lo 
que nos impedía definir con precisión las regiones UTR de los genes). En la Figura 
16B se resumen los resultados de esta curación del genoma de L. major.  
Además de por la direccionalidad de transcripción de las PTU, las 55 SSRd 
previamente identificadas eran fácilmente reconocibles por la presencia de una 
prominente señal de AcH3 que marcaba los TSS de la RNAPII (Thomas et al., 2009) 
(Figura 17, posición 735 Kb). Por otra parte, en 36 de las 37 SSRc anotadas 
detectamos la presencia de base J (van Luenen et al., 2012) (Figura 17, posición 640 
Kb) que marca los TTS de las PTU. Para identificar las regiones HT, que no estaban 
anotadas en L. major, cruzamos los datos del transcriptoma (Rastrojo et al., 2013) con 
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la localización de señales de base J y de AcH3 -descartando las correspondientes a 
SSR-. De este modo definimos 51 regiones HT, caracterizadas por la ausencia de 
actividad transcripcional y que presentaban señal de enriquecimiento en base J 
seguido de señal de enriquecimiento en AcH3 en la misma hebra (Figura 17, posición 
550 Kb). 
Dada la asociación entre los ORI y los motivos G4 encontrada en estudios 
genómicos de varios sistemas animales como células humanas (Besnard et al., 2012), 
de ratón (Cayrou et al., 2012) y de Drosophila (Comoglio et al., 2015), resultaba de 
interés analizar la distribución de estos motivos en el genoma de L. major, que 
contiene un 63% de G/C. Para ello utilizamos el programa Quadparser (Huppert y 
Balasubramanian, 2005) que identificó más de 11.000 candidatos que respondían a la 
estructura general G3-L1-7-G3-L1-7-G3-L1-7-G3. La mayoría de los motivos G4 se 
localizaban en las regiones 5’-UTR y 3’-UTR de los genes, así como en las regiones 
intergénicas (IR) (Figura 18A). Sin embargo, cuando analizamos la densidad de 
motivos G4 teniendo en cuenta el tamaño de las distintas regiones en el genoma, 
encontramos que las regiones de terminación de la transcripción (tanto SSRc como 
HT) mostraban hasta el doble de densidad de estos motivos que las demás (Figura 
18B).  
Figura 17: Ejemplos de los tres tipos de regiones inter-PTU del genoma de L. major: cambio de hebra 
divergente con inicio de transcripción (SSRd) en la posición 735 Kb, cambio de hebra convergente con 
final de transcripción (SSRc) en la posición 640 Kb y, terminación y comienzo de la transcripción en la 
misma hebra (HT) en la posición 550 Kb. Las PTU se representan en azul o rojo dependiendo de la 
hebra de DNA que se utilice como molde (hebra + o hebra – respectivamente). En la siguiente línea se 
representan los datos de localización de la base J en rojo (van Luenen et al., 2012) y de acetilación de 
H3 en verde (Thomas et al., 2009) que marcan los TTS y TSS de las PTU, respectivamente. En las dos 
últimas líneas representamos los RNAm (Rastrojo et al., 2013) en rojo, verde o azul en función de su 
abundancia (alta, media o baja respectivamente) y las regiones codificantes en azul o rojo según el 
sentido de la hebra codificante. 
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2. Análisis genómico de la iniciación de la replicación en L. major 
Tal y como se ha descrito para los análisis realizados en células de mamíferos, 
para el mapeo genómico de los sitios de iniciación de la replicación de L. major 
purificamos intermediarios de replicación de fracciones consecutivas de gradientes de 
sacarosa, preparados a partir de dos muestras biológicas independientes de cultivos 
de células promastigotes en fase exponencial de crecimiento y, posteriormente, 
procedimos a su secuenciación masiva (ver Materiales y Métodos). En una primera 
serie de experimentos utilizamos la fracción que contenía intermediarios de replicación 
entre 300-800 nt. Como comentamos en la sección de Materiales y Métodos, existe 
cierta controversia en el campo sobre el uso de la enzima -exonucleasa en el 
protocolo de enriquecimiento de intermediarios de replicación con un cebador de RNA 
(Foulk et al., 2015) a pesar de ser la metodología más extendida (Cadoret et al., 2008; 
Sequeira-Mendes et al., 2009; Cayrou et al., 2011; Besnard et al., 2012; Picard et al., 
2014; Cayrou et al., 2015; Comoglio et al., 2015). Esta crítica se basa en la hipotética 
Figura 18: Distribución genómica de motivos G4 en L. major a lo largo de las diferentes regiones 
definidas para este trabajo, tanto en número absoluto (A), como en densidad en función del tamaño de 
cada región (B). La densidad de estos motivos es muy alta en zonas de terminación de la transcripción 
(SSRc y HT). También resulta destacable su presencia en las zonas no codificantes de las PTU (UTR 
e IR). 
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dificultad del enzima para digerir secuencias ricas en C/G o estructuras no canónicas 
del DNA como los G4. Para minimizar el sesgo putativo de digestión preferente de 
secuencias ricas en A/T respecto a secuencias ricas en G/C, introdujimos una 
variación al protocolo estándar que consistió en realizar tres rondas sucesivas de 
fosforilación con polinucleótido quinasa (PNK) y digestión con -exonucleasa 
(Comoglio et al., 2015). Además, comparamos los resultados obtenidos utilizando 
todas las lecturas de secuenciación con los obtenidos tras eliminar 
computacionalmente aquellas lecturas cuyo alineamiento coincidiese con secuencias 
con posibilidad de formar estructuras de G4. 
 
Figura 19: Comparación de los resultados obtenidos utilizando dos alineadores diferentes para las 
lecturas de la primera réplica de SNS-seq en L. major. A: Profundidad de lecturas alineadas con los 
dos programas de utilizados tanto antes como después del filtrado de aquellas lecturas que contenían 
motivos G4 en su extremo 5’. B: Ejemplos representativos de dos regiones del genoma de L. major en 
las que detectamos artefactos de alineamiento con BWA (perfil superior) respecto a Bowtie (perfil 
inferior). Nótese la diferencia de hasta un orden de magnitud en los artefactos provocados por el primer 
alineador. En las líneas inferiores representamos las unidades de transcripción (PTU) en azul (hebra +) 
o rojo (hebra -), los RNAm (Rastrojo et al., 2013) en rojo, verde o azul en función de su abundancia 
(alta, media o baja) y los CDS en azul o rojo según el sentido de la hebra codificante.  
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Para el alineamiento de las lecturas probamos dos alineadores diferentes: 
Bowtie y BWA. El primero es ampliamente utilizado en trabajos de todo tipo que 
impliquen secuenciación masiva (Quintales et al., 2014; Giannoulatou et al., 2014; 
Comoglio et al., 2015). El segundo, forma parte del paquete RUbioSeq, un protocolo 
de herramientas de software mucho más amplio (Rubio-Camarillo et al., 2013) y, 
aunque es menos versátil en su manejo, puede alcanzar mejores cotas de efectividad 
en determinados casos. El número de lecturas que pudimos alinear con BWA fue 
ligeramente superior a las alineadas con Bowtie (5,1%, de mejora). Sin embargo, el 
porcentaje de alineamiento decayó un 14,7% cuando descartamos las lecturas que 
contenían motivos G4 en sus extremos (Figura 19A). Tras un análisis minucioso de 
los perfiles resultantes, también pudimos observar diversos artefactos por acumulación 
de lecturas repetidas en algunas regiones utilizando BWA (Figura 19B). Basándonos 
en estas observaciones, decidimos utilizar el software Bowtie para el alineamiento de 
las lecturas provenientes de intermediaros de replicación en L. major. 
El siguiente paso era determinar cuáles de los lugares con enriquecimiento en 
lecturas provenientes de intermediarios de replicación eran significativos. Es el 
proceso conocido como peak calling. La dificultad con la que nos encontramos era que 
la mayoría del software disponible estaba dirigido para el análisis de lecturas 
provenientes de experimentos de ChIP-seq como, por ejemplo, modificaciones de 
histonas o factores de transcripción (Xu et al., 2010; Zhang et al., 2008 y revisado en 
Park, 2009; Mundade et al., 2014). La aplicación de estos algoritmos para el mapeo 
genómico de la iniciación de la replicación se ha debatido en un trabajo reciente 
(Picard et al., 2014). Por ello decidimos comparar las dos herramientas más habituales 
para determinar la que mejor respondía a las particularidades del estudio y del modelo: 
(a) MACS -el más habitual en análisis de ChIP-seq (Zhang et al., 2008)- y (b) SNS-
scan -una serie de algoritmos creados exclusivamente para el análisis de SNS-seq 
(Picard et al., 2014)-.  
Como mostramos en la Figura 20A, no encontramos diferencias significativas 
en la distribución de los ORI con ninguno de los dos algoritmos de peak calling 
utilizados cuando empleamos todas las lecturas para el análisis o tras filtrar aquellas 
que contenían motivos G4 en alguno de sus extremos. Sin embargo, si observamos 
una disminución importante en el número de ORI detectados, fenómeno que 
achacamos a la menor profundidad de lecturas resultantes tras el filtrado. 
Lógicamente, la mayor parte de los ORI que se perdían pertenecía a las regiones que 
tienen una proporción mayor de motivos G4. Era especialmente llamativa la falta de 
detección de ORI en regiones SSRd utilizando el software SNS-scan tras el filtrado.  
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Figura 20: Comparación de los algoritmos MACS y SNS-scan para la identificación de ORI en L. major 
en la primera réplica del experimento de SNS-seq: (A) Distribución genómica de los ORI definidos 
utilizando todas las lecturas alineadas o únicamente aquellas que no contenían motivos G4 en sus 
extremos en las regiones genómicas definidas en la Figura 16B . El histograma de la derecha 
representa el porcentaje de localización esperada si los ORI se distribuyeran aleatoriamente a lo largo 
del genoma. (B) Análisis del solapamiento entre los ORI definidos por ambos algoritmos.  
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Por otra parte, el análisis mediante SNS-scan era más restrictivo que MACS a 
la hora de definir como significativo un enriquecimiento debido, probablemente, a un 
alto número de falsos negativos. En cualquier caso, era destacable que cualquiera de 
los análisis arrojaba un resultado cualitativamente similar de distribución de los ORI a 
lo largo del genoma y, sobre todo, muy diferente al de una distribución aleatoria. Por 
otra parte, SNS-scan solamente encontraba un número residual de ORI que no 
hubieran sido detectados por MACS (Figura 20B). Teniendo en cuenta estos datos, 
además de la generalidad de su uso en la literatura y la mayor flexibilidad en la 
definición de parámetros, decidimos emplear el algoritmo MACS para la identificación 
de los ORI en L. major. 
Al analizar las regiones enriquecidas en SNS de este primer experimento de 
SNS-seq destacaba el hecho de que más del 70% de las zonas de terminación de la 
transcripción (HT y SSRc) contenían sitios de iniciación de la replicación (Figura 21A). 
Aunque esta proporción decrecía ligeramente al eliminar del análisis las lecturas que 
solapaban con motivos G4 (histograma azul claro), los enriquecimientos eran 
altamente significativos cuando se comparaban con los esperados en una distribución 
aleatoria de ORI (p<0,0001). A continuación analizamos la asociación entre ORI y 
motivos G4, ya que, como hemos expuesto en puntos anteriores, se ha postulado su 
Figura 21: Caracterización de los ORI definidos en la primera réplica del estudio en L. major. (A) 
Porcentaje de las regiones que presentaban ORI. En azul oscuro, los ORI definidos con todas las 
lecturas; en azul claro tras filtrar aquellas lecturas que solapaban con motivos G4 en sus extremos. En 
gris, distribución esperada al azar (p<0,0001). (B): Solapamiento de los picos de ORI con motivos G4. 
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co-localización en varios sistemas analizados (Cayrou et al., 2012; Besnard et al., 
2012; Valton et al., 2014; Comoglio et al., 2015). En consonancia con estos trabajos, 
encontramos que un 70% de las regiones de ORI (definidos como segmentos de 800 
bp a partir del punto de máximo enriquecimiento en SNS) solapaban con motivos G4 
en L. major (Figura 21B). Aún más, esta asociación se mantenía en un 38% cuando 
se consideraban sólo los ORI identificados tras eliminar del análisis las lecturas que 
podrían formar estructuras de G4 en sus extremos. 
Dada la baja profundidad de lecturas alineadas en este primer experimento 
decidimos generar un segundo experimento de SNS-seq purificando intermediarios de 
replicación de fracciones consecutivas de gradientes de sacarosa: 300-800 nt y de 
400-1.200 nt. En este segundo experimento pudimos alinear 2.425.415 y 2.183.228 
lecturas respectivamente. De esta forma, y procesando los datos de manera similar al 
caso anterior, pudimos definir 5.807 y 4.357 ORI en las respectivas fracciones. Era 
interesante destacar que, a pesar de haber sido tratadas independientemente, el 73% 
de picos de la fracción de 300-800 nt eran detectados en la fracción que contenía 
intermediarios de replicación de mayor tamaño, mientras que el 88% de los picos 
definidos en la fracción mayor también se detectaban en la primera (Figura 22). 
Además, al realizar la comparación con el experimento anterior, el 84% de aquellos 
ORI eran detectados en las nuevas réplicas. Por tanto, consideramos válida la 
identificación de los ORI en este modelo mediante dos réplicas independientes, siendo 




las regiones de ORI 
definidos en los tres 
experimentos de 
SNS-seq: Rep I y 
Rep II 300-800 nt y 
Rep II 400-1200 nt. 
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En este caso, los resultados fueron mucho más completos -identificamos una 
colección de ORI que duplicaba a los de la réplica anterior-. Observamos de nuevo 
que no había diferencias significativas si el análisis lo realizábamos con todas las 
lecturas secuenciadas o eliminando aquellas que contenían motivos G4 en sus 
extremos (Figura 23A y B). Además, en esta segunda réplica, el porcentaje de ORI 
localizados en zonas entre PTU era del 10%, quedando el resto repartido en los límites 
de las zonas codificantes (Figura 23A). Más llamativo aún era comprobar que en este 
caso el 80-90% de regiones de terminación de transcripción (SSRc y HT) presentaban 
ORI de manera altamente significativa (Figura 23B). También era significativa 
(p<0,0001) respecto a una distribución aleatoria la presencia de ORI en regiones 
transcritas pero no codificantes (UTR e IR) así como la baja aparición de ORI en CDS. 
Estos resultados nos permiten definir dos clases de ORI en el genoma de L. 
major, aquellos que se localizan en regiones de terminación de la transcripción y 
aquellos que se localizan en las regiones de trans-splicing. 
Al examinar la eficiencia de activación de ambas clases de ORI (calculada 
integrando el número de lecturas normalizadas por el área del mismo), observamos 
que la correspondiente a los ORI asociados a TTS (SSRc y HT) era significativamente 
más alta que la de los ORI no asociados a TTS (Figura 24A). Además, aunque el 
estudio se había realizado a escala genómica, quisimos validar estos resultados 
mediante qPCR en preparaciones independientes de SNS. En la Figura 24B 
reflejamos que tanto la localización como la eficiencia relativa de una representación 
aleatoria de ORI asociados y no asociados con regiones TTS eran coherentes con los 
resultados obtenidos a nivel genómico. En conjunto, estas observaciones sugerían 
que, aunque el grupo de ORI asociados a TTS suponía menos del 4% de los 
identificados, se utilizaban con una mayor frecuencia en la población de células, 
concordando con el hecho de que las regiones de TTS estuvieran altamente 
enriquecidas en ellos. 
Figura 23: Caracterización de los ORI definidos en la segunda réplica del estudio en L. major. A: 
Distribución genómica de los picos identificados en dos rangos de tamaño de SNS así como los 
coincidentes en ambas fracciones. Realizamos el análisis con todas las lecturas alineadas o sólo con 
aquellas que no contuviesen motivos G4 en sus extremos. El histograma de la derecha representa el 
porcentaje de localización esperada si los ORI se distribuyeran aleatoriamente a lo largo del genoma. 
B: Porcentaje de las regiones genómicas que presentan ORI en los tres casos anteriores así como la 
comparativa con los esperados en un reparto aleatorio; en azules 300-800 bp, en ocres 400-1200 bp, 
en violetas los comunes a ambas y en gris, los esperados aleatoriamente (p<0,0001). De cada par de 
colores, el más oscuro correspondía a los ORI obtenidos con todas las lecturas y el más claro, a los 
obtenidos filtrando aquellas lecturas que contuvieran motivos G4 en los extremos. C: Solapamiento 
entre los motivos de G4 y los ORI definidos en cada una de las fracciones de intermediarios de 
replicación y los comunes a ambas. 
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 Finalmente, al realizar la intersección entre los ORI y los motivos G4, 
observamos que el 64% de ellos solapaban con estos motivos en la fracción de 300-
800 nt, incrementándose hasta el 75% en la fracción 400-1.200 nt y en los comunes a 
ambas fracciones. Este porcentaje de solapamiento, aunque disminuía ligeramente, 
era también muy elevado cuando considerábamos los ORI redefinidos tras eliminar del 
análisis las lecturas con motivos G4 en sus extremos (Figura 23C). 
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Dada la correspondencia entre esta asociación y la descrita en otros sistemas, 
decidimos analizar en más detalle la distribución de las cadenas nacientes respecto a 
los motivos G4 en L. major. Tal y como se había descrito previamente en células de 
ratón (Cayrou et al., 2012), encontramos una acumulación de motivos G4 a ambos 
lados del máximo de SNS de los ORI analizados, aproximadamente a +/- 50-100 bp 
(Figura 25A). Al tomar como referencia los motivos G4, advertimos una distribución 
asimétrica de SNS de tamaños crecientes a ambos lados de estas secuencias, según 
la hebra de DNA en la que se localizasen dichos motivos (Figura 25B). Esta 
acumulación de SNS asimétrica respecto al motivo G4 es similar a la descrita en 
células de D. melanogaster, lo que sugiere que las estructuras de G4 podrían actuar 
como barreras frente al avance de las horquillas de replicación in vivo (Comoglio et al., 
2015). Integrando todos estos resultados, podíamos descartar la posibilidad de que la 
metodología empleada estuviera introduciendo sesgos significativos hacia un 
enriquecimiento en falsos intermediarios de replicación en zonas con formación de 
estructuras de G4. 
 
Figura 24: Eficiencia de ambas clases de ORI calculada integrando el número de lecturas acumuladas 
en cada uno de ellos normalizados por el área del pico que los define (A). Los ORI asociados a TTS 
presentan una eficiencia significativamente mayor (p=9·10
-13
) que los que no están ligados a TTS. (B) 
Validación por qPCR de ejemplos representativos de ambas clases: 4 asociados a TTS, 3 no 
asociados y 3 regiones negativas en SNS-seq. 
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En la Figura 26 se representan cuatro segmentos del genoma de L. major 
ilustrando los resultados de la distribución de SNS a lo largo de las distintas regiones 
analizadas. En los dos primeros paneles se muestran los perfiles de intermediarios de 
replicación flanqueando regiones SSRc y, en los dos últimos, regiones HT. Además de 
la localización de ORI en las zonas próximas al TTS, en los cuatro casos observamos 
enriquecimientos dentro de las PTU que mapean en las regiones 5´UTR- IR-3´UTR, 
correspondientes a las zonas en las que ocurre el trans-splicing sobre el pre-RNAm. 
También se aprecia en la figura la distribución de las SNS respecto a los motivos G4. 
Figura 25: Relación entre los ORI y motivos G4. (A) Distribución de motivos G4 respecto al punto 
máximo de enriquecimiento en SNS de los ORI descritos (n=4100). (B) Densidad de SNS de tamaños 
crecientes de cadenas nacientes (300-800 nt y 400-1200 nt) respecto a los motivos G4 analizados 
separadamente en función de la hebra de DNA en la que se encuentren. 
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3. Análisis genómico de la organización nucleosomal en L. major 
Para estudiar la organización de los nucleosomas en los cromosomas de L. 
major generamos mapas genómicos del paisaje nucleosomal mediante MNasa-seq. 
Para ello, purificamos el DNA nucleosomal de dos muestras biológicas independientes 
a partir de cultivos en fase exponencial de crecimiento,  
Como en el caso de los datos de SNS-seq, en primer lugar comparamos el 
comportamiento de los alineadores BWA y Bowtie sobre las lecturas de la primera 
réplica. En este caso, observamos que Bowtie, el alineador utilizado en el mapeo de 
ORI, fallaba en algunos puntos, dejando zonas sin lecturas alineadas (Figura 27). 
Aunque estos resultados podrían interpretarse como regiones libres de nucleosomas, 
comprobamos que muchas de ellas quedaban completadas al utilizar el alineador 
BWA. Así pues, nos decantamos por esta metodología para el alineamiento de las 
lecturas correspondientes a MNasa-seq en ambas réplicas consiguiendo una 
profundidad de 76.176.788 y 83.717.687 pares de lecturas alineadas. Este alto grado 
de profundidad, con una cobertura superior a 350 lecturas por nucleótido, permitía 
analizar la organización de los nucleosomas en los cromosomas de L. major con 
máxima resolución. Tras este paso, aplicamos el software NUCwave (Quintales et al., 
2015) para la definición del perfil de picos y valles previo al análisis completo. Este 
algoritmo aplica una función de onda sobre la densidad de las lecturas alineadas 
convirtiéndola en un perfil suavizado y más definido. 
 
Figura 26: Ejemplos representativos de ORI en cuatro regiones de los cromosomas de L. major: dos 
conteniendo regiones SSRc (primer y segundo panel) y dos conteniendo regiones HT (tercer y cuarto 
panel). En cada panel se muestran, de la parte superior a la inferior, los datos de localización de la 
base J en rojo (van Luenen et al., 2012) y de acetilación AcH3 en verde (Thomas et al., 2009); los 
perfiles de SNS con los picos que definen para cada una de las fracciones del estudio; la localización 
de las PTU en azul (hebra +) o rojo (hebra -), los RNAm (Rastrojo et al., 2013) en rojo, verde o azul en 
función de su abundancia (alta, media o baja), los CDS en azul o rojo según el sentido de la hebra 
codificante y los motivos G4 definidos computacionalmente. 
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La correspondencia entre los resultados de las dos réplicas fue muy alta, a 
pesar del bajo grado de posicionamiento general detectado a lo largo de las PTU 
(Figura 28). Los análisis de perfiles agregados mostraban una menor ocupación 
nucleosomal respecto al promedio genómico en las zonas de terminación de la 
transcripción -SSRc y HT- (Figura 29A), pero no en las asociadas a los TSS (Figura 
29B, SSRd). Además, en las regiones HT, en las que la transcripción termina e inicia 
en la misma hebra, la disminución en la densidad de nucleosomas se asociaba 
claramente al TTS en lugar de al TSS (Figura 29B, HT). Curiosamente, la extensión 
Figura 27: Ejemplos representativos de dos regiones de baja mapeabilidad del genoma de L. major 
ilustrativas de la mejor resolución del alineamiento de lecturas de MNasa-seq con BWA (primera línea) 
respecto a Bowtie (tercera línea). En la segunda y cuarta línea se muestran los resultados del 
procesamiento del perfil de lecturas de cada alineador mediante la aplicación del software NUCwave 
(Quintales et al., 2015). En las líneas inferiores se representan las unidades de transcripción (PTU) en 
azul (hebra +) o rojo (hebra -), los RNAm (Rastrojo et al., 2013) en rojo, verde o azul en función de su 
abundancia (alta, media o baja) y los CDS en azul o rojo según el sentido de la hebra codificante. 
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de la región con menor cobertura de nucleosomas reflejaba la distribución de la 
abundancia en base J (Figura 29A y B). Estos resultados podrían apuntar hacia algún 
tipo de relación funcional entre la presencia de la base modificada y la exclusión de 
nucleosomas en estas zonas. De hecho, se ha sugerido en levaduras que las zonas 
con menor ocupación nucleosomal asociadas a los TTS podrían jugar un papel activo 
en el mecanismo de terminación de la transcripción (Fan et al., 2010), que en el caso 
de L. major, podría además estar favorecido por la presencia la base J. 
 
 
Figura 28: Ejemplos representativos de los resultados de las dos réplicas de MNasa-seq de la 
densidad de nucleosomas (MN-1 y MN-2) y su valor Z-score en dos regiones de los cromosomas 
(LmjF.05 y LmjF.35) de L. major. Se muestran también los datos de localización de la base J en rojo 
(van Luenen et al., 2012) y de AcH3 en verde (Thomas et al., 2009), ambos en la primera línea. En las 
líneas inferiores se representan las unidades de transcripción (PTU) en azul (hebra +) o rojo (hebra -), 
los RNAm (Rastrojo et al., 2013) en rojo, verde o azul en función de su abundancia (alta, media o baja) 
y los CDS en azul o rojo según el sentido de la hebra codificante. 
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Como se ha comentado anteriormente, la ocupación nucleosomal fue alta a lo 
largo de las PTU pero sin un posicionamiento definido (Figura 28). Sólo detectamos 
nucleosomas bien posicionados en las regiones asociadas al comienzo de la 
transcripción (Figura 29B) y en aquellos espacios intergénicos entre el extremo 3’UTR 
de un pre-RNAm y el 5’UTR del siguiente dentro de la misma PTU (Figura 29C). Los 
nucleosomas posicionados flanqueando al TSS en las posiciones -1 y +1 de regiones 
SSRd y HT, reproducían una organización similar a la descrita en otros modelos 
eucariotas (Teif et al., 2012; revisado en Jiang y Pugh, 2009), apoyando la idea del 
papel de la conformación de la cromatina en la definición del inicio de la transcripción 
también en las PTU de este organismo. 
A la vista de estos resultados, decidimos investigar si el posicionamiento de 
este nucleosoma en las regiones IR podría estar relacionado con la estabilidad 
diferencial de los RNAm. Los perfiles agregados de nucleosomas correspondientes a 
los RNAm analizados según su abundancia relativa mostraron que los 1.086 RNAm 
más abundantes estaban asociados con NDR mejor definidas (Figura 29D). Este 
resultado, junto con el hecho de que la distancia entre la mayoría de los pre-RNAm 
individuales de una PTU es de 145 bp, sugería una posible relación de la estructura de 
la cromatina con el procesamiento transcripcional en este parásito (trans-splicing). De 
hecho, en modelos como S. cerevisiae y células de mamíferos, se ha demostrado la 
importancia del posicionamiento nucleosomal en el proceso de splicing (Patrick et al., 
2013; Spies et al., 2009). Esto apuntaría a la existencia de un mecanismo similar entre 
la eliminación de los intrones y la transformación del policistrón transcrito por la 
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Figura 29: Distribución genómica 
de nucleosomas (negro), base J 
(rojo) y AcH3 (verde) respecto al 
TTS de regiones SSRc o HT (A) o 
al TSS de regiones SSRd y HT 
(B). Distribución de nucleosomas 
respecto a los extremos de las 
regiones 5’UTR y 3’UTR de todos 
los pre-RNAm (N=10285) (C) o 
separados en función de si su 
abundancia era alta (N=1086) o 
media (N=8679) (D). En el panel 
superior se representa un 
esquema de las regiones que 
sirven como referencia. 
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4. Relación entre la estructura de la cromatina y los mecanismos de 
replicación y transcripción en L. major 
Un estudio reciente ha descrito, utilizando la técnica de Análisis de Frecuencia 
de Marcadores (MFA), el panorama replicativo de L. major, asignando un solo ORI por 
cromosoma (Marques et al., 2015). El MFA consiste en la comparación de la 
profundidad de lecturas de secuenciación derivadas de DNA genómico de células en 
fase S respecto a células en fase G2. Como las regiones que se replican antes 
durante la fase S están más representadas en la población que las que se replican 
después, este tipo de análisis se ha utilizado para estimar la temporalidad de la 
replicación en varios sistemas, desde S. cerevisiae a células circulantes en sangre de 
individuos sanos (Müller et al., 2014; Koren et al., 2014). En el caso de S. cerevisiae, 
además, como se conoce la localización y actividad de los ORI, estos experimentos 
han permitido determinar el tiempo de activación a cada uno de ellos (Raghuraman et 
al., 2001; Müller et al., 2014). La resolución de MFA en organismos de genomas más 
grandes no es lo suficientemente alta como para asignar las regiones de replicación 
temprana a ORI individuales, por lo que estos dominios se han interpretado como 
regiones de estructura de cromatina similar que comprenden numerosos ORI que se 
activan en tiempos similares durante la fase S (revisado en Marks et al., 2016). Para 
comparar nuestros resultados de localización de ORI mediante SNS-seq con los del 
paisaje replicativo inferido mediante MFA, incrementamos la resolución de las 
ventanas del análisis (2500 bp en el trabajo original, Marques et al., 2015) por una más 
cercana a la resolución de nuestros ORI (ventanas solapantes de 1.000 bp). Al 
examinar ambos grupos de datos a lo largo de los cromosomas de L. major 
encontramos una correlación significativa (p<103) entre la densidad de ORI 
determinada por SNS-Seq y las regiones de alto valor de MFA (Figura 30 A y B). 
Estos resultados sugerían que los análisis de MFA en L. major realmente mostraban 
información temporal y que de ellos no podría extrapolarse directamente la localización 
de los ORI.  
Figura 30: Las regiones de replicación temprana contienen una mayor densidad en ORI de regiones de 
baja ocupación nucleosomal. (A) Representación de los los dos cromosomas de L. major de mayor 
longitud en los que se muestra desde la parte superior a la inferior: (i) MFA de fase S-temprana/G2  
analizado en ventanas de 2500 bp (Marques et al., 2015), (ii) ORI identificados mediante SNS-seq, (iii) 
MFA de fase S-temprana/G2 analizado en ventanas de 1000 bp, (iv) ocupación nucleosomal (Z-score), 
(v) zonas de baja ocupación nucleosomal, (vi) MFA de fases S-tardía/G2 analizado en ventanas de 2500 
bp (Marques et al., 2015) y (vii) MFA de fases S-tardía/G2 analizado en ventanas de 1000 bp, 
respectivamente. Los rectángulos negros de la parte superior representan las zonas de sombra 
excluidas del estudio. (B) Significación de la correlación entre la densidad de ORI y las zonas de            
.. 
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replicación temprana (p<0,001). Los histogramas representan la densidad de ORI observada en zonas 
de replicación temprana (azul); densidad media de ORI en el genoma (verde) y densidad de 
fragmentos genómicos aleatorios en zonas de replicación temprana (gris). (C) Significación de la 
correlación entre la densidad de regiones de baja ocupación nucleosomal y las zonas de replicación 
temprana (p<0,001) o tardía (p=0,84). Los histogramas representan la densidad de zonas de baja 
ocupación nucleosomal en zonas de replicación temprana (rojo) o tardía (granate); densidad media de 
zonas de baja ocupación nucleosomal en el genoma (verde) y densidad de fragmentos genómicos 
aleatorios (gris). 
 RESULTADOS. PARTE II 
92 | 
Tanto en células humanas (Gindin et al., 2014) como en D. melanogaster 
(Eaton et al., 2011) se ha descrito que las zonas de replicación temprana presentan 
una mayor accesibilidad al DNA. De hecho, en el trabajo de Gindin et al. (2014) 
elaboran un modelo de cinética de replicación que es capaz de recapitular el programa 
temporal de la replicación en células humanas simplemente teniendo en cuenta la 
distribución de los sitios de hipersensibilidad a DNAsa I. Para analizar si la 
accesibilidad al DNA podría predecir las regiones de replicación temprana en L. major, 
estimamos las regiones más expuestas del genoma a partir de nuestros resultados de 
los Z-score de los experimentos de MNasa-seq (Figura 30A). Encontramos una 
correlación significativa (p<103) entre la densidad de las regiones con baja ocupación 
nucleosomal y las regiones de alto MFA (Figura 30C, panel izquierdo). Esta 
correlación desaparecía (p=0,84) cuando se comparaban las zonas de baja ocupación 
nucleosomal con los valores del MFA de células en fase S tardía (Figura 30C, panel 
derecho). Estos resultados indican que, de modo similar a lo descrito en otros 
sistemas, la estructura de la cromatina en L. major es más accesible en las zonas de 
replicación temprana. 
A continuación analizamos en detalle la relación entre los ORI y los 
nucleosomas en los distintos compartimentos genómicos. En los ORI asociados a TTS 
encontramos una clara correlación entre el enriquecimiento en SNS y la baja 
ocupación nucleosomal (Figura 31A). Del mismo modo que intuíamos en los ejemplos 
representativos de la Figura 26, el máximo de la señal de SNS parecía flanquear al 
máximo de localización de la base J, aunque este efecto era más claro en las regiones 
HT (que sólo poseen un TTS) que en las SSRc, ya que al contener dos TTS, el 
solapamiento de las densidades dificultaba la distinción. Esta asociación entre la 
abundancia de SNS y la baja ocupación nucleosomal también se observaba al analizar 
los ORI localizados en las regiones genómicas en las que ocurría el trans-splicing, 
(3’UTR-IR-5’UTR) (Figura 31B). Hay que tener en cuenta que en estas regiones el 
enriquecimiento en SNS era menor debido a que los perfiles agregados representan Z-
scores y sólo el 20% de todas ellas contenían ORI. Por último, analizamos la 
distribución de los nucleosomas alrededor del punto de máximo enriquecimiento en 
SNS de los ORI asociados y no asociados a TTS (Figura 31C). El resultado 
corroboraba la co-localización entre las zonas de baja ocupación nucleosomal con los 
ORI. En el caso de los TTS-ORI (panel inferior), la coincidencia de la región de baja 
ocupación de nucleosomas con el máximo de la señal de SNS era más clara, 
probablemente debido a la menor ocupación nucleosomal detectada en las regiones 
de TTS.  
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Figura 31: Distribución genómica de nucleosomas (negro) y SNS (azul) en L. major respecto a los TTS 
(A); a los extremos de las regiones 5’UTR y 3’UTR de los pre-RNAm (B) o al punto de máximo 
enriquecimiento de SNS de los ORI divididos en TTS-ORI o noTTS-ORI (C). 
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Dada la correlación existente entre el inicio de la replicación y una menor 
ocupación nucleosomal, decidimos profundizar en el análisis de la relación entre 
ambos parámetros con el proceso de transcripción. Los resultados del mapeo de ORI 
indicaban que la iniciación de la replicación en L. major ocurría en los sitios de pausa y 
terminación de la transcripción de la RNAPII: regiones de trans-splicing y TTS, 
respectivamente. Para analizar el efecto de la direccionalidad de la transcripción, tanto 
en la ocupación nucleosomal, como en la abundancia de SNS, estratificamos las 
regiones SSRc y HT de menor a mayor de acuerdo con la distancia entre ambos TTS 
(Figura 32A, SSRc) o entre el TTS en posición 5’ y el TSS contiguo (Figura 32B, HT) 
y representamos la distribución de la ocupación nucleosomal, la base J y el 
enriquecimiento en SNS. Estos análisis confirmaban la menor ocupación nucleosomal 
de las regiones no transcritas respecto a las PTU, así como que la transición entre alta 
y baja ocupación coincidía con la posición del TTS, apareciendo en los puntos de 
menor ocupación nucleosomal un fuerte enriquecimiento en base J. Esto podría 
deberse al hecho de que esta base modificada excluya a los nucleosomas, lo que 
también podría contribuir a su papel en la terminación de la transcripción (van Luenen 
et al., 2012). Tanto la disminución de la ocupación nucleosomal como el aumento de 
base J en el centro de las SSRc y HT eran significativos respecto a las PTU que 
convergían o finalizaban en ellos, donde el nivel de ambos volvía a situarse en el 
promedio genómico. Por otra parte, la distribución de SNS revelaba la existencia de 
dos máximos inmediatamente adyacentes a cada uno de los TTS en las regiones 
SSRc (Figura 32A) o de un único máximo adyacente al único TTS en el caso de las 
regiones HT (Figura 32B). En conjunto, nuestros resultados sugerían que la dirección 
de elongación de la transcripción de la RNAPII influye en la localización de los ORI en 





Figura 32: Distribución de nucleosomas, SNS y base J a lo largo de 4 Kb respecto al centro de 36 
regiones SSRc (A) o 72 regiones HT (B). Las regiones aparecen ordenadas de arriba abajo según la 
distancia entre ambos TTS (SSRc) o entre un TTS y su TSS contiguo (HT). En el panel izquierdo 
representamos el perfil agregado de las densidades de las tres señales. En los mapas de color, 
separados por categoría, se muestran los Z-score de cada una de las señales. 

































De las tres funciones vitales, la reproducción ocupa un nivel jerárquico superior 
respecto a la relación y a la nutrición, sirviéndose de éstas en último caso, para sus 
propios fines. A nivel celular esto ocurre de modo similar: cada célula se relaciona con 
las de su entorno -ya sea con las que conforma un organismo pluricelular mayor o con 
las de la población de unicelulares a la que pertenece- y se nutre de los compuestos 
necesarios para mantener a su maquinaria celular con el fin último de, por medio de la 
reproducción, dar lugar a dos células hijas. Profundizando a una escala bioquímica, 
este proceso requiere la duplicación de los componentes celulares, entre ellos, el de 
mayor importancia, la información codificada en el DNA. ¿Es la replicación del DNA el 
fin último de la función de reproducción que, a su vez, mantiene un lugar privilegiado 
frente a las demás? Aun siendo una aproximación más ontológica que científica, si así 
fuese, el inicio de la replicación, su regulación, así como el reconocimiento de los 
lugares apropiados para su activación conformaría uno de los pilares básicos de la 
vida justificando por sí mismo la necesidad de ahondar en el conocimiento de este 
campo. 
Para profundizar en la comprensión del papel que juegan diversos factores 
sobre la especificación de una región genómica como posible ORI, hemos llevado a 
cabo dos enfoques claramente diferenciados. Por una parte, una aproximación a 
escala genómica en los sistemas de células de ratón, humanas o promastigotes de L. 
major integrando los datos disponibles en la literatura o generados por nosotros 
respecto a, entre otros, motivos de la secuencia de DNA -contenido en G/C, motivos 
G4 y formación de R-loops-, modificación de histonas -presencia de las variantes H3.3 
y H2A.Z o acetilación de H3 en L. major- o bases modificadas -base J característica de 
tripanosomátidos- junto con el paisaje nucleosomal, la actividad transcripcional y el 
perfil del inicio de la replicación del DNA generado a partir de SNS o la localización del 
complejo ORC. Por otro lado, hemos realizado un análisis de alta resolución de la 
densidad de SNS y ocupación nucleosomal en promotores-ORI específicos. Los 
resultados obtenidos contribuyen a alejar la idea de que las regiones por las que se 
inicia la síntesis del DNA se especifiquen por una causa única -como la secuencia 
consenso característica de las ARS de S. cerevisiae. Por el contrario, los datos 
sugieren que la probabilidad de que una región funcione como ORI depende de una 
compleja interrelación entre distintos factores. 
Durante su ciclo vital, una célula tiene que mantener la integridad de sus 
componentes y procesos. Alrededor del DNA ocurren simultáneamente, además de su 
replicación, numerosos procesos como la transcripción, el desensamblaje y 
remodelado de la cromatina, la reparación de errores, etc. En cualquier caso, como la 
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Figura 33: Esquema de la probabilidad de que 
una secuencia actúe como ORI y de su 
detección en función de la metodología 
empleada. Según este modelo, la probabilidad 
de que una secuencia se active, tiene un 
intervalo desde el 0% -propio de regiones en 
las que nunca se inicia la replicación- al 100% 
de los ORI constitutivos. Como el número de 
secuencias con baja probabilidad de activarse 
crece exponencialmente (curva gris), según la 
sensibilidad del experimento (flechas), 
podremos detectar un número variable de ORI.  
duplicación de la información genética para su posterior transmisión a la descendencia 
es básica en su éxito vital, cada célula debe, necesariamente, llevar a cabo este 
proceso de manera que no interfiera negativamente con los demás. Es plausible que 
las células, a lo largo de la evolución, hayan organizado su genoma y los procesos 
fundamentales que ocurren en él, de modo que se minimicen las interacciones nocivas 
para su supervivencia. En este sentido, los diversos factores que contribuyen 
positivamente al inicio de la replicación del DNA, podrían generar un microambiente en 
la doble hélice favorable al reclutamiento de los complejos de licenciamiento que 
determinan el que una región pueda ser activada como ORI, bien especificando la 
unión de los complejos ORC, o bien incrementando la probabilidad de que esa región 
sea seleccionada para su activación e inmediata iniciación de la replicación en un 
escenario estocástico. Este enfoque probabilístico de la capacidad de una región para 
activarse como ORI, además de explicar las interacciones entre los diferentes agentes 
y procesos nucleares, podría justificar las divergencias en la cartografía de orígenes a 
nivel genómico que muestran los diferentes estudios en función de su metodología y 
sensibilidad (Figura 33). La hipótesis de esta naturaleza oportunista del inicio de la 
replicación ha sido expuesta por diversos grupos, incluido el nuestro (Antequera, 2004; 
Mechali, 2010; Sequeira-Mendes y Gómez, 2012) y a lo largo de esta discusión, 








1. Sesgos y motivos en la secuencia del DNA que podrían favorecer la 
iniciación de la replicación 
La relación entre el inicio de la replicación y el mayor contenido en G/C de la 
secuencia de DNA ha sido apuntada en múltiples estudios realizados en sistemas 
animales o plantas, como ya se ha desarrollado en la Introducción. Con el aumento del 
número de ejemplos estudiados gracias a la aplicación de técnicas genómicas al 
mapeo del perfil replicativo, se ha puesto de manifiesto que los ORI más eficientes se 
encuentran asociados a promotores de CGI (Sequeira-Mendes et al., 2009; Cayrou et 
al., 2011), así como a secuencias con potencial de formar estructuras de G4 (Cayrou 
et al., 2012; Besnard et al., 2012; Picard et al., 2014). También en regiones 
promotoras asociadas a CGI se ha mapeado la localización de híbridos DNA:RNA o R-
loops, precisamente en la región inmediatamente posterior al TSS que presenta la 
asimetría en bases GC-skew (Ginno et al., 2012; 2013; Sanz et al., 2016). En conjunto 
estos datos sugieren que las regiones preferentes de inicio de la replicación en células 
de mamíferos tienen en común la riqueza en G/C y, como consecuencia, el 
enriquecimiento en motivos G4 y en R-loops. 
Existe cierta controversia metodológica en el campo de la replicación respecto 
al mapeo genómico de los sitios de síntesis del DNA dependiendo de la metodología 
utilizada (revisado en MacAlpine y Prioleau, 2016). En particular, se ha argumentado 
que el enriquecimiento enzimático en SNS mediante la digestión de la enzima -
exonucleasa podría presentar un sesgo hacia la sobreestimación de secuencias ricas 
en G/C y/o no digerir completamente las estructuras de G4 (Foulk et al., 2015). Sin 
embargo, experimentos pioneros de purificación de intermediarios de replicación 
mediante marcaje e inmunoprecipitación con BrdU, habían demostrado previamente 
que las CGI funcionan como ORI (Delgado et al., 1998). En este trabajo hemos 
comprobado mediante distintas aproximaciones que la realización de tratamientos 
seriados de fosforilación y digestión con -exonucleasa minimiza los enriquecimientos 
no deseados (Figura 7 y Comoglio et al., 2015). Como control adicional, en los 
experimentos de mapeo de SNS en L. major hemos realizado en paralelo los análisis 
computacionales con el total de lecturas secuenciadas así como eliminando aquellas 
que pudieran formar estructuras de G4 en sus extremos, no encontrando diferencias 
significativas en la distribución genómica de los ORI (Figuras 21 y 23). 
El hecho de que los motivos G4 sean definidos mediante su secuencia, 
también provoca disparidad de criterios al asociar su presencia en los ORI. Por 
ejemplo, los ORI definidos en células humanas IMR-90 solapan en un 67% con 
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motivos G4 con un bucle máximo de 7 nt pero superan el 91% si esta distancia se 
extiende a 15 nt (Besnard et al., 2012). La longitud máxima de los bucles en los 
motivos G4 es un parámetro a tener en cuenta puesto que diversos estudios asignan 
una baja estabilidad termodinámica a las estructuras con bucles mayores de 7 nt 
(Hazel et al., 2004; Bugaut y Balasubramanian, 2008). No obstante, experimentos in 
vitro ponen de manifiesto que la distinta naturaleza del catión que estabiliza la 
estructura puede permitir la formación de bucles por encima del límite de 7 nt (Guédin 
et al., 2010). Es más, en un estudio reciente que aísla conformaciones de G4 in vivo 
acoplado a secuenciación masiva (G4-seq), describe la aparición de algunas de estas 
estructuras que no siguen el motivo canónico o comprenden bucles de longitudes 
superiores a 7 nt (Chambers et al., 2015). En cualquier caso, en nuestros análisis, aun 
mantenido una posición conservadora al definir como motivos G4 aquellos que 
contienen bucles de 7 nt, hemos encontrado un clara correlación entre estos y la 
localización de los ORI en L. major (Figuras 21, 23 y 25), extendiendo a este 
organismo las observaciones previas hechas en células de ratón, humanas o de D. 
melanogaster (Cayrou et al., 2012; Besnard et al., 2012; Picard et al., 2014; Comoglio 
et al., 2015). Por otra parte, los análisis detallados de la localización de motivos G4, R-
loops, GC-skew, unión de la proteína ORC1 y abundancia de SNS en células humanas 
revelan la íntima relación posicional de estos factores (Figuras 13 y 14). Aunque los 
análisis no permiten establecer causalidad entre estas asociaciones, son compatibles 
con estudios in vitro que demuestran la afinidad incrementada de la proteína ORC1 
por DNA de cadena sencilla (ssDNA) o RNA respecto al DNA de doble cadena 
(dsDNA) (Hoshina et al., 2013), o que la modificación de la secuencia canónica del 
motivo G4 asociado al ORI de la -globina en células DT40 minimiza la actividad 
replicativa del mismo (Valton et al., 2014 y revisado en Valton y Prioleau, 2016). Más 
complicado resulta asignar el papel funcional que pueden tener los R-loops y el GC-
skew que llevan asociado. No obstante, existen evidencias de que algunos tipos de 
RNA pueden estabilizar o favorecer la iniciación de la replicación. Por ejemplo, una 
categoría de RNA no codificante (ncRNA) denominados YRNA, son esenciales para 
mantener la replicación en extractos celulares humanos (Christov et al., 2006). Por 
otro lado, en la replicación del virus Epstein-Barr, patógeno de células humanas, el 
reclutamiento de ORC hacia dos motivos del DNA viral conocidos como LR1 y LR2 
está mediado por RNA (Norseen et al., 2008). Estos RNA presentan a su vez motivos 
G4 y la inhibición química de los mismos impide la replicación vírica así como también 
disminuye la proliferación de las células hospedadoras (Norseen et al., 2009). 
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Resulta interesante especular con la posibilidad de que la naturaleza de los R-
loops -en el que la molécula de RNA anilla con la hebra molde del DNA desplazando a 
la otra hebra en forma de ssDNA- favorezca en esta última la formación de estructuras 
de G4 (Figura 34). En ese caso, la generación de un híbrido DNA:RNA podría tener 
como consecuencia el que una secuencia con potencial de establecer un G4, 
efectivamente lo formase. De hecho, como se ha comentado anteriormente, la afinidad 
de ORC1 in vitro es mayor por secuencias con este tipo de motivos (Hoshina et al., 
2013). Otra sugerente explicación, en el sentido inverso, sería que una molécula de 
RNA pudiera estabilizar la hebra de DNA complementaria cuando aparece una 
estructura de tipo G4. De hecho, la estabilización de estas estructuras producida por 
ncRNA se ha observado en la variación antigénica de los pili de Neisseria gonorrhoeae 
(Cahoon y Seifert, 2013). 
Por tanto, los motivos en la secuencia del DNA podrían ser uno de los factores 
que contribuyen a generar una determinada topología del DNA a través de la 
formación de R-loops y/o estructuras de G4, lo que podría incrementar la afinidad de 
unión de los componentes implicados en el reconocimiento de los ORI y/o en su 
activación.  
 
Figura 34: Modelo de un posible escenario en 
el que las estructuras de R-loops y/o G4 
favorecen el reconocimiento de un ORI en las 
inmediaciones de un promotor: cuando la 
RNAPII comienza la transcripción dejando de 
cadena sencilla la hebra no molde de DNA, si 
ésta tiene presencia de motivos G4, la 
probabilidad de que forme esta estructura será 
mayor. Además, está documentada la afinidad 
in vitro de ORC por este tipo de estructuras 
secundarias (Hoshina et al., 2013).  
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2. El paisaje nucleosomal refleja la probabilidad de iniciación de la 
replicación del DNA 
La accesibilidad del DNA es uno de los factores con mayor poder predictivo 
para identificar regiones de replicación temprana y, por tanto, que contienen mayor 
densidad de ORI activos en células humanas (Gindin et al., 2014; Miotto et al., 2016). 
Nuestros resultados corroboran esta observación en el genoma de L. major, ya que las 
zonas de replicación temprana se corresponden con aquellas de menor ocupación 
nucleosomal y mayor densidad de ORI (Figura 30). Del mismo modo, cada uno de los 
ORI identificados en este organismo, independientemente de su asociación o no a 
regiones de terminación de la transcripción, presentan una menor ocupación 
nucleosomal que sus regiones flanqueantes (Figuras 29-32). La misma conclusión 
puede extraerse de los resultados obtenidos en células de mamíferos (Figura 7), 
aunque análisis detallados de sensibilidad a MNasa indican que esta menor ocupación 
nucleosomal se debe a la presencia de nucleosomas lábiles presentes en la posición 
del TSS de promotores activos (Figura 9). Estos resultados sugieren un alto recambio 
de nucleosomas en los promotores activos promovidos por la inestabilidad de la 
partícula nucleosomal compuesta por las variantes de histonas H2A.Z y H3.3 (Jin et 
al., 2009). De hecho, la localización de ORC1 en los promotores-ORI más eficientes 
en células HeLa ocurre exactamente en la posición ocupada por un nucleosoma lábil 
(Figura 13), indicando que ORC podría reclutarse de manera preferencial en 
promotores activos debido a que presentan una arquitectura nucleosomal más 
accesible (Figura 35). Estos resultados se han confirmado en estudios posteriores en 
células ES de ratón (Cayrou et al., 2015). 
Los análisis de alta resolución de los sitios de inicio de la síntesis del DNA en 
ORI eficientes han mostrado que estos ocurren en regiones de nucleosomas 
posicionados, independientemente de si son lábiles o estables (Figuras 9-11). Estos 
resultados ilustran la variabilidad de conformaciones de cromatina en las que puede 
ocurrir la iniciación de la replicación y sugieren que las variaciones en eficiencia de los 
ORI podrían deberse a la mayor probabilidad de reclutamiento de ORC y/o de los 
complejos MCM en regiones de cromatina más accesible. 
En el punto anterior de la Discusión hemos comentado la posibilidad de que la 
secuencia de DNA impacte de manera directa (a través de estructuras de G4) o 
indirectamente (facilitando la aparición de R-loops) en el reconocimiento de ORC. Es 
posible, además, que la estructura del DNA generada por estas secuencias sea 
refractaria al empaquetamiento en nucleosomas que, a su vez, podría facilitar la 
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accesibilidad de los pre-RC a estas regiones. En la idea de que la secuencia puede 
determinar ciertas características de los procesos nucleares así como de la estructura 
de la cromatina, estudios recientes en tres especies de Schizosaccharomyces y en S. 
cerevisiae han descrito una huella en la secuencia del DNA que podría modular la 
incorporación de nucleosomas mediante una posición constante de bases A/T que 
además presentarían una asimetría en la cadena (AT-skew) (Quintales et al., 2015). 
Debido a que el contenido A/T a lo largo de los genes es menor que en regiones 
intergénicas, esta huella aparece más asociada a estas últimas. Avanzando en esta 
propuesta, el empaquetamiento in vivo de DNA sintético conteniendo estas huellas en 
la secuencia reproducía los resultados postulados en el anterior trabajo de este 
Figura 35: Modelo de la unión de ORC a regiones con nucleosomas lábiles. La presencia de 
variantes de histonas como H2A.Z y H3.3 en los nucleosomas (centrales) les confiere una 
inestabilidad que provoca un constante recambio en contraposición con los nucleosomas canónicos 
(laterales). Esto permite que factores de transcripción puedan acceder a los promotores (Jin et al., 
2009) y, probablemente, el mismo efecto es aprovechado por complejos proteicos como ORC (rojo) 
para unirse al DNA. 
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laboratorio (González et al., 2016). Curiosamente en, L. major, los ORI más eficientes 
se localizan en regiones que contienen una base modificada, la base J, y una baja 
ocupación nucleosomal (Figuras 24, 31 y 32). De hecho, la observación 
individualizada cada una de estas regiones mediante mapas de color (Figura 32), 
confirma que la menor presencia de nucleosomas reproduce el patrón marcado por los 
máximos de detección de la base J y a su vez, esta coincidencia espacial, flanquea los 
mayores enriquecimientos en SNS. Podemos observar también este efecto en los 
ejemplos representativos de la Figura 26. Aunque los experimentos destinados a 
identificar la localización genómica de la proteína Orc1/Cdc6 en L. major han sido 
infructuosos hasta el momento, es posible que la cromatina diferencial de las regiones 
que contienen la base J favorezca el reclutamiento de ORC y, por tanto, la iniciación 
de la replicación en esas regiones. Tampoco sería descabellado sugerir que la base J 
participase de algún modo facilitando este reconocimiento ya que en Trypanosoma 
cruzi se ha detectado enriquecimiento de Orc1/Cdc6 en los telómeros, en los cuales se 
detecta el 99% de la base J en los promastigotes de L. major (van Luenen et al., 2012; 
Tiengwe et al., 2014). 
 
3. La actividad transcripcional condiciona el perfil replicativo 
Trabajos anteriores del laboratorio habían descrito la estrecha relación entre las 
regiones de inicio de la replicación y de la transcripción, demostrando que los ORI más 
eficientes en células ES de ratón se encontraban asociados a promotores (Sequeira-
Mendes et al., 2009). De acuerdo con estas observaciones, en los ORI cuya actividad 
hemos analizado a alta resolución también detectamos una correlación positiva entre 
la eficiencia de iniciación y la asociación a regiones promotoras (Figura 8). Como ya 
hemos comentado, una explicación plausible es la unión oportunista de los pre-RC a 
través de una cromatina accesible a los factores de transcripción y a la RNAPII. Esta 
interpretación concuerda con resultados de estudios genómicos recientes en células 
humanas en los que se han asociado 8.000 sitios de unión de ORC1 con promotores y 
enhancers (Dellino et al., 2013) o hasta 50.000 regiones reconocidas por ORC2 que 
contienen alta concentración de factores de transcripción y están enriquecidos en 
marcas de histonas relacionadas con la iniciación de la transcripción, como la 
metilación de la lisina H3K4 (Miotto et al., 2016). Curiosamente, en L. major esta 
relación entre ambos procesos no ocurre en las regiones de inicio de la transcripción 
de la RNAPII, sino que los ORI más eficientes se concentran en las zonas de 
terminación, en las que se también se localiza la base J, que contribuye al 
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desensamblaje de la RNAPII impidiendo que continúe la transcripción de una PTU 
sobre la adyacente (van Luenen et al., 2012) (Figura 31A,C). 
En casos de sistemas en los que la transcripción está silenciada, como 
embriones tempranos de D. melanogaster o de X. laevis, la replicación se inicia de 
manera aleatoria a lo largo de todo el genoma (Shinomiya e Ina, 1991; Hyrien y 
Méchali, 1993). Sin embargo, en estados más avanzados del desarrollo en los que 
comienza a producirse transcripción génica, el inicio de la replicación se ve 
desplazado hacia regiones intergénicas (Hyrien et al., 1995; Sasaki et al., 1999). Esto 
sugiere que el tránsito de la RNAPII a lo largo del genoma podría afectar a la actividad 
de los ORI. Dado que la replicación del DNA ocurre una única vez por ciclo celular 
mientras que la maquinaria de transcripción recorre la doble hélice en múltiples 
ocasiones, es razonable pensar que el primer proceso sea modulado por el segundo. 
L. major, donde la transcripción por la RNAPII se realiza de manera constante en más 
del 90% del genoma, podría ser un modelo útil para profundizar en el estudio de este 
mecanismo. 
Aunque la unión del complejo ORC al DNA es el primer paso en la cascada de 
licenciamiento y su localización genómica se utiliza como indicación de la presencia de 
un posible ORI (MacAlpine et al., 2010; Dellino et al., 2013), estudios recientes han 
demostrado que ORC es prescindible una vez que se han incorporado los complejos 
MCM a la cromatina. De hecho, en experimentos de reconstitución in vitro de los pre-
RC de S. cerevisiae ha sido posible extraer ORC del DNA -incrementando la 
concentración de sal en condiciones en las que los complejos MCM aun permanecen 
unidos- manteniendo intacta su capacidad para iniciar la síntesis del DNA (Gros et al., 
2014). El reclutamiento de los dos hexámeros MCM al DNA ocurre adyacentemente al 
sitio de unión de ORC (Evrin et al., 2009; Remus et al., 2009). Esto explica que el 
inicio de la replicación detectado mediante SNS flanquee la posición de ORC (Figura 
14). De manera destacable, estudios recientes en S. cerevisiae han demostrado que 
en células deficientes en terminación de la transcripción, colisiones con la RNAPII 
inducen la redistribución de los complejos MCM en el genoma, dando como resultado 
un desplazamiento de los sitios de iniciación de la replicación (Gros et al., 2015). 
Paralelamente, un estudio en células Kc de D. melanogaster bloqueadas en la 
transición G1/S ha mostrado que los complejos MCM se redistribuyen desde los sitios 
de unión de ORC hacia regiones no transcritas del genoma (Powell et al., 2015). Esta 
novedosa separación espacial entre las fases de reconocimiento del ORI de su 
licenciamiento, podría explicar el patrón bimodal de abundancia de SNS en células de 
mamífero debido al efecto de la elongación de la RNAPII a ambos lados del TSS 
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(Figuras 7 y 13). Basándonos en estos antecedentes postulamos que en L. major 
pudiera ocurrir un proceso similar: la actividad de la RNAPII podría especificar la 
iniciación de la replicación mediante el desplazamiento de los complejos MCM a lo 
largo de las PTU (Figura 36). Este escenario, aunque altamente especulativo, 
explicaría la menor presencia de ORI eficientes a lo largo de las PTU y su acumulación 
en las regiones de terminación de la transcripción (Figuras 24, 31 y 32). De hecho, en 
el análisis de regiones individuales mediante mapas de color (Figura 32), la 
coincidencia espacial entre máximos de localización de la base J y de abundancia de 
SNS, así como de mínima ocupación nucleosomal, ocurre en posición 3´de los TTS. 
Una explicación alternativa sería que, simplemente, la replicación en este organismo 
se inicia de manera oportunista en aquellos sitios que el proceso de transcripción ha 
dejado accesibles. Así, el programa replicativo de L. major emergería como una 
respuesta adaptativa a las restricciones en la cromatina impuestas por la transcripción. 
Sin duda, una interesante manera de investigar la importancia de las interacciones 
entre el inicio de la replicación del DNA y la terminación de la transcripción sería la 
deslocalización de ésta última, por ejemplo, eliminando la base J de los TTS. En este 
escenario se esperaría la deslocalización de la iniciación de la replicación en los ORI 
que actualmente percibimos como más eficientes o incluso, la mayor activación de 
aquellos cuyo conflicto con la transcripción resulte menos inconveniente en este nuevo 
panorama transcripcional. Además, el análisis detallado de la localización de los 
complejos Orc1/Cdc6 y MCM mediante ChIP en ambos escenarios añadiría una 
información esencial al conocimiento de cómo las células resuelven las interferencias 
entre estos procesos. 
El hipotético desplazamiento de los complejos MCM hacia los TTS mediada por 
la elongación de la RNAPII también podría explicar la localización de los ORI que 
aparecen intercalados a lo largo de las PTU y que ocurre mayoritariamente en las 
regiones genómicas correspondientes a los sitios de trans-splicing entre los pre-RNAm 
(Figura 31B). La colisión de los complejos de elongación con barreras genómicas 
naturales, como los nucleosomas posicionados en estas zonas o la presencia de 
estructuras de G4, podría tener como consecuencia la pausa y, en algunas células, el 
eventual desensamblaje de la RNAPII, que dejaría sobre los cromosomas en esas 
posiciones a los complejos MCM (Figura 36). En diversos sistemas, se ha demostrado 
que el splicing se produce de manera co-transcripcional (revisado en Perales y 
Bentley, 2009). Por ejemplo, la RNAPII en S. cerevisiae se ralentiza en la frontera 
exón-intrón de manera que se facilita la interacción con los complejos de splicing y su 
resolución. Además, distorsiones tanto en la tasa de transcripción, como en el 
 DISCUSIÓN 
| 109 
ensamblaje de los complejos de splicing, provocan la ralentización de ambos procesos 
(Carrillo-Oesterreich et al., 2010; Carrillo-Oesterreich et al., 2016). Esta interpretación 
acomodaría el hecho de que, aunque la mayoría de los ORI mapeados en L. major se 
encuentren en estas posiciones, la iniciación de la replicación ocurra en menos del 
20% de todas las regiones de trans-splicing del genoma y que además, estos ORI 
Figura 36: Modelo explicativo de cómo la transcripción puede dirigir el inicio de la replicación en L. 
major. Tras el reconocimiento de los ORI por ORC (rojo), los complejos MCM (azul) se pueden 
mantener sobre el genoma aunque son desplazados por el paso de la RNAPII (naranja) (Gros et al., 
2014; 2015) acumulándose en zonas no transcritas (región sombreada) (Powell et al., 2015). En 
regiones de fin de la transcripción (SSRc o HT) -célula1-, la acumulación de MCM sobre ellas se 
produce en un alto porcentaje de los individuos de la población causando una frecuencia relativa de 
activación mayor -ORI eficientes-. Cuando la RNAPII modera su velocidad (trans-splicing, 
remodelación de la cromatina, etc.) -célula 2- los MCM desplazados y acumulados por la RNAPII 
pueden eventualmente ser activados en algunos individuos y, aunque esto ocurre en mayor número 
de ocasiones, la frecuencia relativa de activación de cada origen individual en la población es menor -
ORI poco eficientes-. 
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sean utilizados de manera menos eficiente en la población celular. En conjunto, 
nuestros resultados sugieren que los ORI en L. major no existirían como loci genéticos 
bien definidos. Esta conclusión es consistente con la observación de que este parásito 
es capaz de mantener la replicación de plásmidos que contengan cualquier porción de 
su genoma o de genomas exógenos (Patnaik et al., 1997). Más bien parecería que en 
cada célula existe una cierta probabilidad de encontrar un ORI en una localización 
determinada, probabilidad que estaría determinada por la cinética de la transcripción 
de la RNAPII de cada célula y que a nivel poblacional es máxima en las regiones de 
TTS. De acuerdo con esta hipótesis, la probabilidad de encontrar un ORI en la región 
3´UTR de un gen resultó ser mayor para los pre-RNAm más abundantes frente a los 
de estabilidad media (36% respecto a 25%, p<0.00001, test 2), como se esperaría si 
la RNAPII se detuviera preferentemente en aquellas posiciones al encontrarse con un 
nucleosoma bien posicionado (Figura 29D). Esta correlación, sin embargo, no se daba 
al analizar el mismo fenómeno en el extremo 5´UTR de los genes (p=0.2). 
Aunque los resultados en L. major no nos permiten establecer una relación 
causal entre la elongación de la transcripción y la actividad de los ORI, son 
consistentes con la interpretación de que el programa replicativo de este sistema 
podría explicarse como resultado de su asociación con la dinámica transcripcional de 
la RNAPII, sin necesidad de invocar mecanismos regulatorios específicos. Si esta 
hipótesis fuera correcta, esta solución podría aportar a este organismo la flexibilidad y 
robustez requerida para responder a los cambios ambientales que imponen las 
alteraciones en el programa genético debido a su ciclo de vida. Investigar si este 
escenario es una curiosidad de este parásito o si representa una solución ancestral 
utilizada por las células eucariotas para el mantenimiento de los ORI constituye una 
interesante propuesta para el futuro. 
 
*                    *                    * 
 
Al igual que otros miembros de la familia de los tripanosomátidos, L. major 
presenta un dimorfismo claramente definido a lo largo de su ciclo vital dividido en 
promastigote -estado libre, con movilidad flagelar, que presenta en los vectores de 
transmisión Phlebotomus y Lutzomyia- y amastigote -estado que adquiere al infectar al 
hospedador-. En nuestros estudios, hemos trabajado con el estado promastigote, 
mucho más manejable y sencillo de aislar que el patógeno amastigote. Estudios sobre 
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la estabilidad de los RNAm mediante microarrays determinan que las enormes 
diferencias fenotípicas entre ambos estados podrían deberse al cambio de estabilidad 
del 5-10% de los RNAm (Holtzer et al., 2006). Aunque una gran parte de los cambios 
metabólicos serían dependientes de la regulación post-transcripcional (Holtzer et al., 
2006; McNicoll et al., 2006), una posibilidad interesante sería analizar cómo de distinto 
es el paisaje replicativo de células amastigotes respecto a las promastigotes y, más 
aún, la dinámica de la estructura de la cromatina en aquellos pre-RNAm cuya 
estabilidad se ve modificada. 
El estudio de la replicación en un modelo como L. major también podría 
representar un nuevo frente de actuación respecto a enfermedades infecciosas 
provocadas por estos parásitos. Además de las diferencias entre las maquinarias de 
replicación de estos respecto a su hospedador, estudiar en detalle cómo se transmite 
la información posicional de la base J a las cadenas recién sintetizadas del DNA 
podría descubrir nuevas dianas terapéuticas para combatir estas patologías. 
 
 




























Las conclusiones principales que podemos extraer de los trabajos que 
conforman esta Tesis Doctoral son: 
 
 
1. Los orígenes de replicación más eficientes en células de mamífero 
contienen nucleosomas lábiles compuestos por dobles variantes de las 
histonas H2A.Z y H3.3 que facilitan el reclutamiento del complejo ORC a 
estas regiones. La síntesis del DNA comienza en las regiones 
inmediatamente adyacentes, en localizaciones que coinciden con 
nucleosomas bien posicionados. 
 
 
2. Los ORI más eficientes contienen motivos en la secuencia del DNA con el 
potencial de formar estructuras secundarias como G4 o R-loops, asimetrías 
en la composición de bases, o la base modificada J en el caso del modelo 
promastigote de Leishmania major. 
 
 
3. El paisaje nucleosomal en L. major refleja la actividad transcripcional de su 
genoma: bajo nivel de posicionamiento a lo largo de las PTU, exceptuando 
las regiones que corresponden a los sitios de trans-splicing. 
 
 
4. El perfil replicativo en L. major está estrechamente relacionado con la 
cinética de la transcripción, detectándose la mayoría de los ORI en las 
regiones de ralentización o desensamblaje de la RNAPII, correspondiendo 
estos últimos a la categoría de ORI más eficientes. 
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RATÓN 
NOMBRE REGIÓN CARACTERÍSTICAS SECUENCIA (5’ -> 3’) Tª 
McpFl_5_Fw 
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HstFl_5_Fw 
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Leishmania major 
NOMBRE CROM. CARACTERÍSTICAS SECUENCIA (5’-> 3’) Tª 
SSRc1_Fw 
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Crom. Inicio Fin Crom. Inicio Fin Crom. Inicio Fin 
LmjF.01 0 1999 LmjF.14 246000 254000 LmjF.25 910845 912845 
LmjF.01 266988 268988 LmjF.14 472800 474100 LmjF.26 0 1999 
LmjF.02 0 1999 LmjF.14 480000 486500 LmjF.26 646500 675750 
LmjF.02 270000 298000 LmjF.14 620644 622644 LmjF.26 878200 883750 
LmjF.02 353712 355712 LmjF.15 0 1999 LmjF.26 1089540 1091540 
LmjF.03 0 1999 LmjF.15 158500 196500 LmjF.27 0 1999 
LmjF.03 66500 71000 LmjF.15 453000 471000 LmjF.27 56300 58700 
LmjF.03 382502 384502 LmjF.15 598600 600800 LmjF.27 150000 154700 
LmjF.04 0 1999 LmjF.15 627517 629517 LmjF.27 198900 203000 
LmjF.04 47400 61600 LmjF.16 0 1999 LmjF.27 375000 383200 
LmjF.04 103000 108000 LmjF.16 612000 616600 LmjF.27 782700 784800 
LmjF.04 225450 230250 LmjF.16 702800 708800 LmjF.27 870300 871900 
LmjF.04 470852 472852 LmjF.16 712651 714651 LmjF.27 987800 1061400 
LmjF.05 0 1999 LmjF.17 0 6500 LmjF.27 1128424 1130424 
LmjF.05 78700 80600 LmjF.17 28400 43400 LmjF.28 0 1999 
LmjF.05 113500 118200 LmjF.17 682829 684829 LmjF.28 589400 591800 
LmjF.05 447900 454250 LmjF.18 0 1999 LmjF.28 858200 859800 
LmjF.05 463823 465823 LmjF.18 174000 185000 LmjF.28 1056900 1062900 
LmjF.06 0 1999 LmjF.18 530000 551500 LmjF.28 1158104 1160104 
LmjF.06 514869 516869 LmjF.18 737748 739748 LmjF.29 0 1999 
LmjF.07 0 1999 LmjF.19 0 1999 LmjF.29 32800 35500 
LmjF.07 594352 596352 LmjF.19 360400 370300 LmjF.29 424000 426600 
LmjF.08 0 1999 LmjF.19 407750 408300 LmjF.29 791200 801500 
LmjF.08 285000 390000 LmjF.19 700208 702208 LmjF.29 1210663 1212663 
LmjF.08 452500 480000 LmjF.20 0 1999 LmjF.30 0 1999 
LmjF.08 551500 556000 LmjF.20 322500 342200 LmjF.30 489300 509300 
LmjF.08 572960 574960 LmjF.20 740537 742537 LmjF.30 525100 536100 
LmjF.09 0 1999 LmjF.21 0 1999 LmjF.30 585200 609100 
LmjF.09 64000 85000 LmjF.21 6000 9500 LmjF.30 1327300 1338400 
LmjF.09 571434 573434 LmjF.21 575000 582500 LmjF.30 1399600 1403434 
LmjF.10 0 1999 LmjF.21 770972 772972 LmjF.31 0 1999 
LmjF.10 429200 435100 LmjF.22 0 1999 LmjF.31 148300 155800 
LmjF.10 568865 570865 LmjF.22 546500 548500 LmjF.31 339800 369200 
LmjF.11 0 1999 LmjF.22 557500 560100 LmjF.31 660800 671900 
LmjF.11 17500 19200 LmjF.22 690500 716602 LmjF.31 1482328 1484328 
LmjF.11 580573 582573 LmjF.23 0 1999 LmjF.32 0 1999 
LmjF.12 0 1999 LmjF.23 37500 40500 LmjF.32 863900 864700 
LmjF.12 376500 552500 LmjF.23 770565 772565 LmjF.32 892700 893800 
LmjF.12 673346 675346 LmjF.24 0 1999 LmjF.32 1241000 1241900 
LmjF.13 0 1999 LmjF.24 838950 840950 LmjF.32 1242800 1243400 
LmjF.13 91500 119000 LmjF.25 0 1999 LmjF.32 1405500 1467200 
LmjF.13 652595 654595 LmjF.25 617000 628000 LmjF.32 1602637 1604637 
LmjF.14 0 1999 LmjF.25 902500 906500 LmjF.33 0 1999 
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Crom. Inicio Fin Crom. Inicio Fin Crom. Inicio Fin 
LmjF.33 89400 93300 LmjF.34 526700 531700 LmjF.35 1670800 1680900 
LmjF.33 101900 103800 LmjF.34 706500 870000 LmjF.35 2088474 2090474 
LmjF.33 112900 174600 LmjF.34 1141500 1150300 LmjF.36 0 1999 
LmjF.33 307000 307900 LmjF.34 1172200 1180200 LmjF.36 5600 9400 
LmjF.33 338200 395000 LmjF.34 1811900 1836500 LmjF.36 54600 61200 
LmjF.33 676000 677350 LmjF.34 1864748 1866748 LmjF.36 466500 475100 
LmjF.33 1024200 1025300 LmjF.35 0 1999 LmjF.36 863800 867300 
LmjF.33 1304750 1334950 LmjF.35 4500 8100 LmjF.36 941400 943700 
LmjF.33 1492800 1513000 LmjF.35 75600 77100 LmjF.36 984400 991100 
LmjF.33 1581653 1583653 LmjF.35 159800 161500 LmjF.36 1370900 1373500 
LmjF.34 0 1999 LmjF.35 167400 187400 LmjF.36 1880800 1886300 
LmjF.34 304900 307000 LmjF.35 194400 245000 LmjF.36 2027180 2029200 
LmjF.34 310900 317500 LmjF.35 256000 271300 LmjF.36 2416200 2425300 
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